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Les sciences évoluent exponentiellement. Plus les connaissances augmentent sur un thème 
et plus les découvertes qui s’en suivent sont nombreuses et riches.  
Nous assistons notamment à l’explosion des applications de l’électronique portable, nos 
téléphones portables n’ont jamais autant évolués : autonomie, ergonomie, fonctionnalités sont 
sans cesse repoussées. Les technologies et l’ingénierie œuvrent de concert pour suivre ce que 
l’on nomme le more-moore1 : c’est à dire la miniaturisation des circuits intégrés électroniques 
mais aussi, de façon complémentaire (perpendiculaire) le more-than-moore qui consiste en la 
co-intégration des fonctionnalités côte à côte : les circuits radiofréquences, analogiques et 
numériques, les composants actifs et passifs, les fonctions basses-consommations et 
hautes-tensions, les capteurs et actionneurs. 
Plus récemment, l’International Technologie Roadmap for Semiconductor (ITRS) a 
projetée dans sa « roadmap » l’intégration de fonctionnalités microfluidiques sur les circuits 
électroniques pour des applications biomédicales. 
Les domaines de la biologie et de la médecine aspirent en effet à disposer de nouveaux 
outils d’analyse et de diagnostic du vivant et les domaines qui se font les plus pressants sont 
ceux des biologies cellulaire et moléculaire. Ces domaines requièrent en effet des résolutions 
nanométrique à micrométrique, ce qui n’est pas sans poser des problèmes de sensibilité. Il est 
de plus nécessaire que les études faites sur des objets uniques soient menées en batterie et l’on 
pressent ainsi tout ce que peut apporter la microélectronique. 
Ainsi les micro et nanotechnologies permettent de miniaturiser les systèmes d’analyse tout 
en assurant des analyses jusqu’ici non accessibles par des techniques traditionnelles. Notre 
premier chapitre illustre cette tendance de passer de systèmes d’analyse sur table aux systèmes 
sur puce. Nous présentons de plus, au-delà de l’aspect miniaturisation, les avantages 
apportées par certaines techniques telles que celle que nous proposons : l’analyse par ondes 
hyperfréquences. Outre leurs avantages, et sans masquer leurs inconvénients, ces nouvelles 
                                                          
1
 Gordon Moore a prédit en 1965 que la densité des circuits intégrés doublerait tous les 18 mois, loi 
















techniques permettent, en complémentarité avec les autres techniques existantes ou en 
développement, d’apporter une nouvelle vision du vivant. 
L’exploitation des ondes hyperfréquences est en effet judicieuse à bien des égards pour 
l’analyse de milieux biologiques. Utiliser depuis longtemps pour chauffer des milieux aqueux 
(chauffage micro-ondes et hyperthermie) ou mesurer le taux d’humidité de produits 
alimentaire ou de sols, les ondes électromagnétiques ont une interaction particulière et forte 
avec les molécules dans la gamme des hyperfréquences. Ainsi nous décrivons au chapitre 2 
nos développements sur l’analyse par ondes hyperfréquences de milieux aqueux intégrés 
grâce aux microtechnologies. Les réponses en fréquence obtenues, qui sont significativement 
différentes pour des suspensions de cellules vivantes et mortes, pointent les potentialités des 
techniques hyperfréquences pour la biologie. 
Ce résultat est une réelle preuve de concept du bien-fondé de l’emploi conjugué des 
hyperfréquences et des microtechnologies pour de l’analyse biologique. Toujours dans un 
souci d’apporter de nouveaux moyens aux biologistes, nous avons ambitionné de prouver que 
notre technique pouvait analyser une cellule unique. Analyser les mécanismes biologiques à 
l’échelle de la cellule est en effet devenu une part importante de la cancérologie. Les chapitres 
3 et 4 résument nos travaux qui aboutissent, pour la première fois à notre connaissance, à la 
spectroscopie hyperfréquence d’une cellule unique ; montrant de plus des contrastes 
significatifs entre cellules vivante et morte. 
Nous avons, pour toutes nos études impliquant des milieux biologiques, collaboré avec 
Mary Poupot et Jean-Jacques Fournié du Centre de Recherche en Cancérologie de Toulouse. 
Ces biologistes consacrent leurs travaux de recherche à l’identification des mécanismes 
immunologiques responsables de la destruction thérapeutique de lymphomes (cellules 
cancéreuses) et des modes précis d'action d'anticorps thérapeutiques. Ils étudient de plus 
comment le microenvironnement de lymphomes promeut des échecs thérapeutiques et des 
rechutes.  
Nous espérons que dans un futur proche, nos travaux sur la spectroscopie non-invasive de 
cellule unique dans son microenvironnement, leur fourniront une technique complémentaire 
aux techniques traditionnelles (ou même en rupture) d’investiguer les cellules et leurs 
mécanismes [1].  

















Ces développements devront de plus rapidement s’opérer en co-intégration avec des 
circuits intégrés de traitement des signaux hyperfréquences (sur technologie CMOS ou 
BiCMOS et avec lesquelles de nombreuses fonctions HF ont dores et déjà été développées et 
continuent de l’être pour des applications télécom [2]) pour aboutir à des systèmes sur puce 
miniatures, portables, autonomes, ... et pouvant analyser de façon parallélisée un grand 














[1] L. Martinet, R. Poupot, P. Mirshahi, A. Rafii, J. J. Fournié, M. Mirshahi and M. Poupot; Hospicells 
derived from ovarian cancer stroma inhibit T-cell immune responses; Int J Cancer ; 126 : 2143-2152; 
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La discipline d’étude des cellules : ‘la biologie cellulaire’ est née après l’observation et la 
description des microorganismes par Antoni van Leeuwenhoek en 1677, qui réussit à en 
obtenir de forts grossissements (300 ×) grâce à un microscope simple composé d'une seule 
petite lentille quasi sphérique [1]. Une photographie du microscope utilisé par Antoni van 
Leeuwenhoek pour observer les bactéries et microorganismes est présentée à la figure I.1. 
 
Figure I.1. Le microscope utilisé par Antoni van Leeuwenhoek permettant la première observation de bactéries et 
microorganismes [1]. 
 
Il a fallu attendre les années 1830 pour que l'importance de l’analyse des cellules 
s’établisse. En 1838, Matthias Schleiden, un Allemand avocat, devenu botaniste, a conclu que, 
malgré les différences de structure des tissus, les plantes sont constituées de cellules et 
l'embryon végétal est issu d'une seule cellule. En 1839, Theodor Schwann, un zoologiste 
allemand et collègue de Schleiden, a publié un rapport détaillé sur la base cellulaire de la vie 
animale [2]. 
Aujourd’hui, la biologie cellulaire (anciennement cytologie) est devenue une discipline à 
l’état de l’art : elle présente une des plus fortes croissantes dans les sciences biologiques 
contemporaines. Cette discipline étudie les cellules, leurs propriétés physiologiques, leur 
structure, les organites qu'elles contiennent, les interactions avec leur environnement, leur 
cycle de vie, la division et la mort, qui s’établissent à la fois à un niveau microscopique et 
moléculaire. Des recherches en biologie cellulaire englobent à la fois la grande diversité des 




























cellules spécialisées dans les organismes pluricellulaires comme les humains [3]. Connaître 
les constituants des cellules et le fonctionnement des cellules est fondamental pour toutes les 
sciences biologiques. Apprécier les similitudes et les différences entre les types de cellules est 
particulièrement important dans les domaines de la biologie cellulaire et moléculaire, et des 
domaines biomédicaux tels que les recherches sur la cancérologie. 
En raison de la très petite taille des objets biologiques cellulaires et moléculaires, la 
biologie cellulaire est de plus en plus dépendante des développements de nouveaux 
instruments ainsi que des technologies associées. En conséquence, il est impératif pour tout 
biologiste cellulaire et moléculaire de connaître et maîtriser les technologies nécessaires à la 
collecte de données biologiques [4]. Après plus de 150 ans de développements, les techniques 
(traditionnelles) et l’instrumentation associée (et commercialisée) pour l’étude des cellules 
sont matures et très bien établies dans les laboratoires de biologie. 
Mais les derniers développements de la biologie cellulaire, notamment dans le contexte de 
la compréhension des mécanismes du cancer, ont amené, depuis les dix dernières années, le 
développement de nouvelles technologies pour étudier finement et extensivement les cellules : 
via une approche nommée ‘lab-on-a-chip’. Les méthodes à l’échelle « micrométrique » sont 
des technologies nouvellement développées qui tirent profit des micro (et nano) technologies 
(souvent nommées MEMS pour Micro Electro Mechanical System) servant à miniaturiser des 
instruments traditionnels ou à développer de nouvelles méthodes d’analyse. Ces nouvelles 
techniques, connues sous le nom de ‘bio-MEMS’, deviennent une tendance importante dans le 
domaine de recherche cellulaire ; et l’exemple le plus frappant consiste à établir la carte 
génétique de cellules à l’aide d’un réseau de milliers de chambres élémentaires de réaction 
intégré sur une puce (d’où la notion de lab-on-a-chip), comme illustré à la figure I.2. 






























Figure I.2: Puce à identification de gènes (Affymetrix) 
 
Dans ce chapitre, nous allons introduire et discuter les méthodes et les instruments les plus 
couramment utilisés dans le domaine de la biologie cellulaire ; puis nous présenterons de 
nouvelles technologies d’analyse cellulaire miniaturisées. 
 
2. Les méthodes optiques usuelles d’analyse cellulaire : 
« méthodes sur table » 
Les méthodes d’analyse cellulaire usuelles utilisant des instrumentations commercialisées 
peuvent être divisées en deux catégories principales: (1) l’analyse de cellules fixées et (2) les 
techniques de cytométrie en flux. 
Pour l’analyse de cellules fixées, la technique reine reste la microscopie avec toutes ses 
variantes. Les échantillons de cellules sont fixés sur une lame ou boîte de Pétri et observés par 
un microscope en acquérant des images ou en analysant quantitativement des paramètres 
morphologiques de la cellule ou encore en étudiant leur contenu intracellulaire par marquage 
via des composants biochimiques. Cela comprend le microscope optique, la microscopie par 
fluorescence, la microscopie à contraste de phase, le microscope électronique à transmission, 




























La cytométrie en flux (CMF) est une technique permettant de faire défiler des particules, 
molécules ou cellules à grande vitesse dans le faisceau d'un laser, en les comptant et en les 
caractérisant [5]. C'est la lumière réémise (par diffusion ou par fluorescence) qui permet de 
classer la population suivant plusieurs critères et de les trier. La cytométrie en flux est définie 
comme l’étude précise de particules isolées ou de cellules, bactéries, etc. (vivantes ou mortes) 
entraînées par un flux liquide ou gazeux. C’est une technique de caractérisation individuelle, 
quantitative et qualitative de particules en suspension dans un liquide [6-8].  
 
2.1 La microscopie  
Il y a trois branches connues de la microscopie : optique; électronique et la microscopie à 
sonde de balayage. [9]. La microscopie optique et électronique implique la diffraction, la 
réflexion, la réfraction des rayonnements électromagnétiques ou de faisceaux d'électrons en 
interaction avec l'échantillon, et collecte ces rayonnements afin de créer une image. La 
microscopie à sonde locale forme des images de surface à l'aide d'une sonde physique qui 
balaye l'échantillon [10], un type connu est le microscope à force atomique (AFM). 
2.1.1Microscopie optique 
Le microscope optique est muni d'un objectif et d'un oculaire qui permet de grossir l'image 
d'un objet de petites dimensions et de séparer les détails de cette image (et son pouvoir de 
résolution) afin qu'il soit observable par l'œil humain [11]. Les microscopes optiques peuvent 
être très simples. La figure I.3 montre l’image et le schéma constitutif d’un microscope 
optique simple, mais il existe beaucoup de conceptions complexes qui visent à améliorer la 
résolution et le contraste de l'échantillon. De plus, l'image d'un microscope optique peut être 
capturée par les caméras qui sont sensibles à la lumière pour produire une micrographie. 
Initialement les images ont été capturées par film photographique, mais les développements 
modernes dans le CMOS et Charge-Coupled Device (CCD) ont grandement amélioré la 
qualité des appareils photo numériques permettant la capture d'images numériques avec une 
résolution suffisante [12]. Des microscopes purement numériques sont maintenant disponibles 
et utilisent une caméra CCD qui permet d'examiner un échantillon, montrant l'image obtenue 
directement sur un écran d'ordinateur sans avoir besoin d'oculaires. 






























Figure I.3. Le microscope optique et son schéma constitutif. 
 
Parfois, les petits objets translucides, comme une cellule vivante, sont très difficile à 
observer avec un microscope optique normal (Figure I.4 (A)). Le microscope à contraste de 
phase permet de rendre les objets très transparents visibles. Le principe de ce microscope est 
d’exploiter les changements de phase d'une onde lumineuse traversant un échantillon [13-14]. 
On peut distinguer les différentes parties d'un objet parce qu'elles affectent (réfractent) la 
lumière différemment les unes des autres (Figure I.4 (B)). Le contraste ainsi obtenu relate des 
différences d'indice de réfraction. Les organites cellulaires sont en effet constitués de 
différentes proportions de molécules: ADN, ARN, protéines, lipides, glucides, des sels et de 
l'eau qui sont susceptibles d'avoir des indices de réfraction différents. Normalement, ces 
différences ne peuvent pas être détectées par nos yeux. Toutefois, le microscope à contraste 
de phase convertit ces différences d'indice de réfraction en intensité (luminosité relative à 





























Figure I.4. Une comparaison des cellules observée avec différents types de microscopes optiques. (A) 
Microscope optique normal (champ clair). (B) Le microscope à contraste de phase. (Micrographes par M. I. 
Walker/Photo Researchers, INC) 
 
Une autre variation de la microscopie optique est la microscopie en fluorescence, tirant 
profit du phénomène de fluorescence et de phosphorescence, au lieu de, ou en plus de 
l'observation classique par réflexion (physique) ou absorption de la lumière visible naturelle 
ou artificielle [16-17]. La microscopie en fluorescence est un excellent outil pour l'étude des 
matériaux qui peuvent être amené à fluorescer, soit sous sa forme naturelle ou lorsqu'ils sont 
traités avec des produits chimiques susceptibles d'entrer en fluorescence [18], soit par des 
techniques d'étiquetage par des tags fluorescents [16]. Dans l'une de ses applications les plus 
courantes, un fluorochrome est lié de manière covalente (conjugué) à un anticorps pour 
produire un anticorps fluorescent qui peut être utilisé pour déterminer l'emplacement d'une 
protéine spécifique à l'intérieur de la cellule. Les protéines ainsi marquées par fluorescence 





























peuvent ainsi être utilisées pour étudier un processus dynamique comme il peut se produire 
dans une cellule vivante. Par exemple, un fluorochrome spécifique peut être lié à une protéine 
cellulaire, telle que l'actine ou la tubuline, et la protéine marquée par fluorescence est injectée 
dans une cellule vivante : on peut ainsi observer et suivre leurs emplacements par microscopie, 
révélant les activités dynamiques dans lesquelles la protéine participe [19]. Deux images de 
cellules sous microscope à fluorescence sont illustrées à la figure I.5. La microscopie en 
fluorescence est un des plus importants moyens d’analyse utilisé dans le domaine de biologie 
cellulaire, souvent employé par des instruments sur table mais aussi utilisé dans les systèmes 
miniaturisés. 
 
Figure I.5. Image des cellules sous microscope à fluorescence, à gauche : les cellules endothéliales ; à droite : 
une cellule épithéliale de rein de rat kangourou masculin (Photo par Nikon.Inc). Les différentes parties des 
cellules sont marquées par différentes couleurs de fluorochrome.  
 
Un des gros avantages des microscopes optiques est la possibilité d'observer les cellules 
vivantes. Il est possible d'observer un large éventail de l'activité biologique. De plus, le faible 
coût des microscopes optiques les rend utiles dans une large gamme de domaines différents. 
Cependant, leurs résolutions sont réduites par une limite physique imposée par la longueur 
d'onde de la lumière. Et en biologie, il est nécessaire, au préalable, de pré-conditionner 
l’échantillon : soit il faut placer la coupe de tissu (ou le liquide contenant des organismes 
vivants) entre deux lames par exemple, soit il faut au préalable marquer par un ou plusieurs 




























préparation, la microscopie optique nécessite une importante quantité d'appareils 
complémentaires pour la seule destination de l'observation microscopique [20]. 
2.1.2 Microscope électronique  
Un microscope électronique est un type de microscope qui utilise un faisceau de particules 
d'électrons pour illuminer un échantillon et en créer une image très agrandie. Les microscopes 
électroniques ont un plus grand pouvoir de résolution que les microscopes optiques qui 
utilisent des rayonnements électromagnétiques et peuvent obtenir des grossissements 
beaucoup plus élevés allant jusqu'à 2 millions de fois, alors que les meilleurs microscopes 
optiques sont limités à un grossissement de 2000 fois [21]. On trouve deux types principaux 
de microscope électronique : microscope électronique en transmission (MET) utilisant des 
électrons qui sont transmis à travers un échantillon, tandis que les microscopes électroniques à 
balayage (MEB) utilisent des électrons qui rebondissent sur la surface de l'échantillon [22-23]. 
Le MET a été exploité plus largement à l'examen de la structure interne des cellules. En 
revanche, le MEB est utilisé principalement pour examiner les surfaces d'objets. Notons que 
les échantillons biologiques observés dans les deux types de microscope électronique 
nécessitent un traitement préalable afin d’aboutir à un échantillon approprié [20]. La figure 
I.6(A) (B) présente quelques images de cellules prises avec un MET et (C) (D) les images des 
cellules humaines avec un MEB. 
Malheureusement, les microscopes électroniques présentent une série de désavantages : ils 
sont extrêmement coûteux et les échantillons doivent être complètement secs, il est donc 
impossible d'observer des spécimens vivants ; la préparation des échantillons est souvent 
complexe, etc… 






























Figure I.6. Images prises par des microscopes électroniques (A) Cette image montre une cellule morte par MET. 
(B) du cytoplasme de cellules hépatiques par MET (Photos par Björn Afzelius). (C) La queue d’un 
spermatozoïde par MEB (D) Un caillot de sang sur les fibres d’un pansement de gaze par MEB. (Photos par 
FEI.Inc) 
 
2.1.3 Microscope à force atomique 
Le microscope à force atomique (AFM pour Atomic Force Microscope) est un type de 
microscope à sonde locale permettant de visualiser la topographie de la surface d'un 
échantillon. Inventé en 1985, par G.Binning, F.Quate et C. Gerber, ce type de microscope est 
essentiellement basé sur l'analyse d'un objet point par point au moyen d'un balayage via une 
sonde locale, assimilable à une pointe effilée. Ce mode d'observation permet alors, de réaliser 
la cartographie locale de grandeurs physiques caractéristiques de l'objet sondé (rigidité, 
capacité, résistivité, …) mais également de travailler dans des environnements particuliers tels 
que des milieux sous vide, liquides ou ambiants [24]. La microscopie à force atomique (AFM) 
est donc une technique qui constitue une plate-forme polyvalente pour l'imagerie (et même la 
manipulation) de cellules vivantes jusqu’à la molécule unique, ce qui permet de répondre à 




























cellulaire et la signalisation, la division cellulaire, la pathogenèse microbienne … [25]. La 
figure I.7 présente la photographie d’une poutre AFM à gauche, et à droite 4 images de 
l'organisation nanométrique de peptidoglycane dans des cellules vivantes de lactis (travail 
effectué par Guillaume Andre et al [26]). 
 
Figure I.7. A gauche : photographie d’une poutre AFM. A droite : Image AFM de l'organisation nanométrique de 
peptidoglycane dans des cellules vivantes de lactis [26]. 
 
Par rapport au microscope électronique à balayage, la microscopie à force atomique 
présente de nombreux avantages. Elle offre une véritable vision de surface en trois 
dimensions. En même temps, l'AFM ne nécessite aucun traitement particulier des échantillons 
(certaines techniques MEB utilisent des traitements à base de cuivre ou de carbone, qui 
provoque des dommages irréversibles). De plus, alors que les analyse MEB doivent être 
exécutées dans des conditions de vide poussé, le microscope à force atomique peut opérer 
sous pression atmosphérique et même en environnement liquide, et ce sans compromis sur les 
résultats. L’AFM peut de plus être utilisée pour étudier des cellules, des bactéries ou 
molécules biologiques, ou même de tissus biologiques. La figure I.8 présente une image 
optique (A) et de la rigidité (module d’Young) (B) d’une bactérie vivante 27. Une telle 
analyse permet de suivre l’état de rigidité d’objets biologiques au cours de processus et de les 
relier avec des états biologiques. Dans 27, par exemple, il est démontré que des bactéries 
vivantes et mortes ne présentent pas le même état de rigidité, ce qui permet d’envisager 
l’utilisation de cet outil pour la détection voir le criblage de la viabilité cellulaire. 






























Figure I.8 : Image optique (A) et de la rigidité (B) d’une bactérie vivante 27. 
 
Les inconvénients de l'AFM (conséquence de la forte résolution de cette technique) sont 
qu’il fournit une image de faible dimension (quelques centaines de µm2 typiquement), qu’il 
est assez lent pour effectuer cette acquisition et que beaucoup de phénomènes influencent la 
réponse de la sonde (cela nécessite une maîtrise parfaite de la technique). 
2.1.4 Discussions  
Les développements des microscopes sont incessants afin d’améliorer leurs performances, 
leur résolution, et d’ajouter de nouvelles fonctionnalités. Ils ont toujours un rôle très 
important en biologie pour l’étude de cellules, éventuellement de la cellule unique, en 
particulier pour l’étude des cellules cancéreuses. 
2.2 La cytométrie en flux 
La cytométrie en flux (en abrégé: FCM) est une technique de comptage et d'étude de 
particules microscopiques, telles que les cellules et les chromosomes. Ces derniers sont 
suspendus dans un flux de liquide et passés devant un appareil de détection optique ou 
électronique. Il permet simultanément une analyse multiparamétrique des caractéristiques 
physiques ou chimiques de quelques milliers de particules par seconde. La technologie a des 
applications dans un certain nombre de domaines, y compris la biologie moléculaire, la 
pathologie, l'immunologie, la biologie végétale et biologie marine. Elle est un outil 
particulièrement puissant pour la biologie cellulaire. En effet, cette technique permet de 




























de maturation, de prolifération, ou de mort. Elle permet également de séparer des 
informations concernant des cellules différentes, présentes dans la même suspension ; elle 
permet même de trier ces cellules, de les séparer physiquement, pour pouvoir obtenir des 
populations pures à partir d'un mélange [28].  
2.2.1 Principes 
Il s'agit d'analyser les signaux optiques ou physiques émis par une particule coupant le 
faisceau lumineux d’un laser ou d’une lampe à arc. Les signaux mesurés sont essentiellement 
relatifs aux propriétés optiques intrinsèques des particules qui correspondent aux phénomènes 
de diffusion lumineuse liés aux dimensions de la particule, à leur structure interne ou à 
l’auto-fluorescence de certaines cellules comme les végétaux, le phytoplancton, etc . Ils sont 
relatifs aussi aux propriétés optiques induites de fluorescence obtenues par des marquages 
spécifiques de structures ou de fonctions cellulaires [29]. Le procédé d’analyse individuelle 
(cellule par cellule) est multiparamétrique et peut s’effectuer à la vitesse de plusieurs milliers 
d’événements par seconde. 
Le cytomètre en flux comprend trois parties : 
- un réseau fluidique constitué d'une veine liquide s'écoulant à vitesse constante qui 
entraîne et focalise un deuxième flux liquide contenant l'échantillon, 
- un banc optique avec une ou plusieurs sources lumineuses et ses détecteurs de type 
photodiode (pour la diffusion de la lumière) et des photomultiplicateurs et filtres optiques qui 
permettent de quantifier les diverses fluorescences émises par chaque objet, 
- un microprocesseur qui convertit les signaux électriques en signaux numériques, 
coordonne les données, prépare les représentations graphiques et les analyses statistiques.  
Le schématique du principe de FCM est illustré à la figure I.9.  


































2.2.2 Une fonctionnalité importante : tri de cellule activé par fluorescence 
Le tri de cellules activé par fluorescence est une option de la cytométrie en flux. Il fournit 
une méthode pour un mélange hétérogène de cellules biologiques de trier les particules dans 
des (2 ou plus) contenants, cellule par cellule, et basé sur les réponses (signaux fluorescents) 
de chaque élément [30].  
Par rapport au FCM, on trouve un mécanisme de vibration qui provoque des ruptures en 
gouttelettes individuelles du flux de cellules. Le système est réglé de sorte que la probabilité 
soit faible d’avoir plus d'une cellule par gouttelette. Juste avant que le flux ne se brise en 
gouttelettes, il traverse la partie optique/électronique mesurant la fluorescence de chaque 
cellule. En fonction des réponses, une charge électrique est induite dans chaque gouttelette. 
Les gouttelettes chargées passent ensuite par un système de déflexion électrostatique qui 
détourne les gouttelettes dans des conteneurs en fonction de leur charge. [30-31]. La figure 





























Figure I.10 Schéma expliquant le tri cellulaire activé par fluorescence [32]. 
 
2.2.3 Discussions 
En 1973, BD corporation, en coopération avec l'Université de Stanford, a développé et 
produit le premier cytomètre de flux commercial : FACS I. Depuis les équipements de 
cytométrie en flux sont entrés dans une ère de rapide développement. Le succès du CMF est 
basé sur la disponibilité de l'équipement commercial qui est à la fois robuste et polyvalent. Il 
permet de plus l'acquisition de données biologiques « modernes » et le logiciel d'interprétation 
est très puissant. Le CMF doit aussi son succès au développement des méthodes de marquage 
qui offrent à l’heure actuelle une panoplie gigantesque de possibilités [33]. La figure I.11 
présente le nouveau produit de BD Corporation-‘ Influx™ cell sorter’, qui dispose d'une 
architecture modulaire et d’une puissante combinaison de capacités de détection et des 
performances élevées pour permettre aux chercheurs de répondre aux exigences essentielles 
d’efficacité et de précision d’analyse. 
 





























Figure I.11 A gauche, vue d'ensemble de l’instrument BD influx, à droite, le système de miroir dichroïque et 
photomultiplicateur. (Photos par BD.INC). 
 
Les cytomètres sont largement utilisés dans les laboratoires et cliniques pour les analyses 
et diagnostics cellulaires. Plusieurs applications de la cytométrie en flux peuvent actuellement 
être appliquées à l'étude du cancer : la détection de l'ADN des cellules tumorales aneuploïdie, 
l'analyse de la prolifération des cellules tumorales et l'immunophénotypage des leucémies 
[34]. Cependant, leur encombrement et leur prix ainsi que le coût des consommables pour le 
marquage sont parmi les points faibles de cette techniques, ce qui laisse des degrés de liberté 
aux techniques alternatives. 
2.3 Conclusions 
Les méthodes d’analyse cellulaire sur table traditionnelles ont évolué sur plusieurs 
décennies et sont désormais la base d’instruments commerciaux « populaires dans les 
laboratoires de biologie » permettant l’étude morphologique des cellules, leur caractérisation 
biologique, la composition et le contenu de la composition cellulaire biochimique et la sorte 
cellulaire grâce à la capture et au traitement d'images et à l'analyse des données. Ils sont 
largement utilisés dans les laboratoires et cliniques pour étudier et analyser des cellules telles 
que les cellules cancéreuses et des cellules de différentes pathologies. Face à la (grande) 
puissance de ces techniques sur table, nous opposons un inconvénient majeur :  
Toutes les techniques évoluées optiques reposent sur une étape de marquage (par tag 
fluorescent) préalable des cellules : cette étape est longue, parfois coûteuse, interdite pour 
certaines études/configurations. L’on est de plus en droit de se questionner sur l’interférence 
que peut avoir le tag avec le processus que l’on désire observer. Cette invasivité est de plus 
totale lors de l’utilisation du MEB (échantillons fixés et séchés puis mis dans un vide pour 
analyse), et une solution innovante est apportée par l’utilisation de l’AFM en milieu liquide 
qui mobilise de plus en plus de recherches, mais encore non accessible en routine par les 
biologistes et médecins. 
C’est pour apporter une réponse à cette déficience que de nombreuses techniques 




























diffusables dans le monde et aux grandes capacités d’analyse, ces nouvelles voies d’analyse 
doivent être intégrées grâce aux micro-(nano-) technologies. Ceci fait l’objet du paragraphe 
suivant. 
3. Méthodes d’analyse sur puce 
Depuis la création des MEMS : Micro Electro Mechanical Systems dans les années 1970 et 
leur large succès commercial consécutif, cette technologie s’est rapidement étendue aux 
domaines de la biologie et médical. En plus des composants de base, tels que les microcanaux, 
microvannes, micropompes, micromélangeurs et microréacteurs pour la gestion des flux de 
volumes microscopiques, divers nouveaux capteurs et plates-formes de détection ont été 
développés en conjonction de la microfluidique : les “BioMEMS” qui sont aussi connus sous 
les noms de “biosensors”, “lab on chips” ou “μ-TAS” (pour Micro-Total Analysis Systems) 
[35-36]. Les bioMEMS regroupent maintenant un domaine en plein essor de recherche de 
fortes potentialités dans une grande variété d’applications biomédicales [37]. Les domaines 
« chauds » de recherche incluent le diagnostic de l'ADN, les micro-réseaux d’analyse de 
protéines; le développement de nouveaux matériaux pour Bio-MEMS ; la microfluidique ; 
l’ingénierie de surface des BioMEMS, les BioMEMS implantables; les systèmes de 
délivrance de médicaments, etc. [38]. Un grand nombre de MEMS pour la biologie et 
médecine a déjà été publié. Le récent rapport de Yole Développement prévoit quant à lui une 
augmentation du marché de 1000 M$ en 2009 à 4500 M$ en 2015 (Figure I.12) [39]. 
 





























Figure I.12 Evolution et perspectives du marché mondial des BioMEMS depuis l’année 2009 [39]. 
 
Avec les bioMEMS, les échantillons biologiques peuvent être traités sous très faibles 
volumes (du microlitre jusqu’au picolitre), et analysés dans une manière rapide. Ils réduisent 
considérablement l'implication nécessaire de l'homme dans de nombreuses étapes de 
manipulation des échantillons et le traitement de données, et par conséquent, diminuent les 
problèmes de contamination, de fiabilité et de risques sécuritaires. Ils permettent ainsi 
d’améliorer la qualité des analyses, de réduire leur coût et leur durée tout en assurant une 
parallélisation massive des expérimentations [40]. 
Nous allons, dans les paragraphes suivants, discuter quelques exemples d’applications des 
bioMEMS dans le domaine de la biologie cellulaire notamment. 
3.1 Biocapteurs  
Les biocapteurs sont des dispositifs d'analyse qui combinent un élément biologiquement 
sensible avec un transducteur physique ou chimique pour sélectivement et quantitativement 
détecter la présence de composés spécifiques dans un environnement externe [41]. Ces 
biocapteurs peuvent être utilisés pour détecter des cellules, des protéines, de l’ADN, ou de 
petites molécules.  
Les concepts de base de fonctionnement d’un biocapteur peuvent être illustrés à l'aide de la 
figure I.13. Un bioélément spécifique ou appelé biorécepteur, telle qu'une enzyme, identifie 
un échantillon spécifique et l'élément transducteur transforme cette identification en un signal 
électrique [42]. 
 





























Les biocapteurs peuvent être classés soit par leurs types de bio-récepteurs soit par leur type 
de transducteur (notre choix pour de ce chapitre). Certains types de capteurs couramment 




3.2 Détection mécanique 
La détection mécanique d’entités ou de réactions biochimiques a été récemment 
miniaturisée par l'utilisation de poutres vibrantes micro- et nanométriques intégrées sur puce. 
En statique, une structure de type poutre se plie lorsque la contrainte mécanique n'est pas 
uniforme sur sa longueur. La contrainte sur l'une des surfaces de la poutre peut être modifiée 
par adsorption physique ou liaison chimique des molécules analysées, par exemple l’ADN 
[43], comme illustré à la figure I.14. 
 
Figure I.14. Schéma de principe de la détection d’ADN en utilisant des poutres micromécanique [43]. 
 
En dynamique, lorsque la poutre vibre, le raisonnement est basé sur la modification des 
propriétés de résonance de la poutre. Une modification de sa masse se traduira par une 
variation de la fréquence de résonance [44]. La détection des particules grosses comme des 
cellules ou des micro-organismes a été démontrée à l'aide de cette méthode [45-46]. 
Dans tous les modes de détection, un tel biocapteur devra transformer (= transduction) sa 
déformation mécanique en un signal électrique. Un certain nombre de principes de 
transduction ont été utilisés au cours des années pour convertir les déplacements mécaniques 





























en signaux électriques, tels que ceux basés sur l’optique (même principal que celui de l’AFM), 
la transduction capacitive, l’effet piézorésistif, etc. De plus, afin d’augmenter la sensibilité et 
la résolution des mesures, des éléments du traitement du signal peuvent être intégrés à côté du 
capteur mécanique sur une technologie CMOS [44, 47]. La figure I.15 présente une poutre 
résonnante intégrée en technologie CMOS. 
 
Figure I.15. Biocapteur mécanique intégré sur technologie CMOS [47]. 
 
La détection mécanique ne demande quant à elle, et à contrario des techniques optiques, 
pas de marqueur, ce qui représente une propriété intéressante pour un biocapteur. Cependant il 
exige une très grande précision de réalisation et une bio-fonctionnalisation. Le paragraphe 
suivant présente un cas particulier (important) de la détection mécanique qui a l’avantage 
d’utiliser un outil commercialement disponible. 
3.3 Détection optique 
Les techniques de détection optique tendent elles-aussi à se miniaturiser. T. Vo-Dinh et al 
[48] présente la détection optique sur puce CMOS (surface totale dans la gamme de la dizaine 
de mm
2) d’E.Coli en utilisant des anticorps marqués par fluorescence. Un autre exemple 
exploite la bio-chimiluminescence (technique optique sans marquage) : génération de la 
lumière par la libération de l'énergie à la suite d'une réaction chimique. Dans [49], l'émission 
de lumière d’un réseau de microchambres imprimées dans un polymère (dénommé ChemChip) 



























Nous ne nous attarderons pas plus sur toutes ces voies possibles de réaliser des biocapteurs 
miniaturisés. Elles sont toutes pertinentes, chacune ayant ses points forts et ses points faibles. 
Nous proposons de terminer notre tour d’horizon des techniques d’analyses biologiques par 
celles qui exploitent les ondes électriques. 
3.4 Détection électronique 
Les techniques de détection électrique ou électrochimique ont également été utilisées 
couramment dans les biocapteurs. Ils peuvent être déclinés en plusieurs familles suivant les 
techniques : ampérométrique, potentiométrique, conductimétrique [38], mais aussi capacitive, 
diélectrique, … 
Les biocapteurs électriques sont utilisés classiquement pour détecter le glucose ou la valeur 
du pH (il existe des instruments commerciaux de ce type depuis fort longtemps). Ils 
permettent aussi d’analyser des cellules : en 1991 Erwin Neher et Bert Sakmann à Götingen 
reçoivent le prix Nobel de physiologie et médecine pour le développement (datant de1976) de 
la technique dite de « patch-clamp » (technique de mesure du potentiel transmembranaire 
d’une cellule).  
Des travaux récents, visent l’intégration de ces techniques sur puce, tirant ainsi profit des 
capacités d’intégration de circuits actifs (transistors) pour faire cohabiter biocapteur et circuit 
de traitement du signal. Par exemple, la respiration cellulaire et l'acidification due à l'activité 
des cellules ont été mesurées avec un ISFET-CMOS (Ions-Sensible Field Effect Transistor 
intégré en technologie Complementary Metal Oxyde Semiductor) grâce à la diffusion de 
protons (H+) et des molécules d’oxygène (Lehmann et.al. [50]), comme illustré à la figure 
I.16. 
 
Figure I.16. Schéma de principe du biocapteur ISFET pour détecter la respiration cellulaire et l'acidification due 
à l'activité des cellules [50]. 





























Mohamad Sawan et al présentent dans 51 un biocapteur capacitif qui intègre, sur 
technologie CMOS, le circuit de traitement des signaux (figure I.17, schéma de gauche). Le 
système de détection permet le suivi de la croissance de bactéries et est basé sur une 
architecture de mesure capacitive différentielle (figure I.17, schéma de droite) : le canal de 
référence contient du milieu de culture pur (de type Luria-Bertani –LB dans la figure I.14, à 
droite-), l’autre canal contient des bactéries Escherichia Coli (E. Coli) suspendues dans du LB 




Figure I.17: à gauche : la vue schématique du système sur puce, à droite : le principe de mesure capacitive 
différentielle 
 
Il y a un fort potentiel pour ces biocapteurs à fort degré d’intégrabilité sur technologie 
CMOS. En effet leur fabrication collective permet de réaliser des biocapteurs à faible coût qui 
peuvent être soit jetables, soit utilisables en batterie pour du criblage pharmaceutique par 
exemple. De plus ils peuvent être co-intégrés avec des circuits de communication sans fils et 
des circuits de récupération d’énergie en vue d’aboutir à des systèmes autonomes de 
surveillance de la santé des personnes. C’est donc à notre avis une voie attractive de recherche 
et, avant de présenter la famille « hautes fréquences » de ces biocapteurs, nous présentons un 
type de détecteur électrique reprenant le concept du cymomètre en flux (instrument vu dans le 




























3.5 Micro-cytométrie et détection électrique  
Les cytomètres conventionnels (« sur table ») basés sur la focalisation hydrodynamique des 
cellules et leur « lecture »  optique sont des instruments complexes et coûteux. Le 
développement récent des technologies micro-électromécaniques (MEMS) fournit une 
réponse à ces inconvénients, car en raison de leurs aptitudes à la miniaturisation, les 
dispositifs MEMS peuvent manipuler efficacement les objets micrométriques (tels que les 
cellules biologiques), peuvent intégrer des systèmes de détections – électriques notamment- et 
peuvent être fabriqués en grandes quantités et à des faibles coûts [52].  
Les efforts visant à miniaturiser un cymomètre en flux peuvent se scinder en trois activités : 
(1) la mise en place d'un système microfluidique pour la focalisation des particules, (2) 
l'intégration d'un système de détection, et (3) le développement d’un trieur et d’un compteur 
de cellules [52]. 
La focalisation de cellules par phénomène hydrodynamique est classiquement utilisée dans 
plusieurs microcytomètres. Dans la conception de Hodder et al [53], le flux de l’échantillon 
liquide est « pris en sandwich » entre deux flux latéraux. Les canaux fluidiques sont réalisés 
dans du polymère obtenu par moulage dans un répliquât de silicium gravé anisotropiquement, 
comme il est montré à la figure I.18 [54]. Lorsque les trois canaux fluidiques fusionnent en un, 
la focalisation hydrodynamique dans la direction latérale se produit. Une autre technique 
importante de focalisation de cellules repose sur le principe de la diélectrophorèse : la 
concentration du flux se faisant par champs électriques [55-57]. 
 
 
Figure I.18. Image MEB de moule en silicium servant de répliquât à un focaliseur de cellules microfluidique [54]. 
Photographie du dispositif microfluidique de focalisation de cellules montrant que le resserrement du flux de 
particules.  






























Pour la méthode de détection, malgré les défis de miniaturisation, le système de détection 
optique est toujours utilisé dans plusieurs modèles de microcytomètre. Ceci s’explique par la 
très bonne connaissance des propriétés optiques des particules biologiques. Par exemple, de 
petites diodes laser ou des diodes électroluminescentes (LED) sont montées ou fabriquées sur 
le canal microfluidique pour servir de source d'excitation [55-57]. Les propriétés des cellules 
peuvent être également analysées à l'aide d’un système de détection d’impédance intégré sur 
un cytomètre en microflux. Dans cette approche, l'impédance d'un milieu est surveillée. 
Lorsqu’un flux de particules traverse la zone de détection, l’impédance (en fait le signal 
associé) varie ce qui sert au comptage des cellules ainsi qu’à la mesure de leurs tailles. Cette 
technique est beaucoup moins compliquée que la méthode de détection optique, car elle ne 
nécessite pas de modification (marquage fluorescent) des cellules [58-60]. La figure I.19 
présente un dispositif cytomètre en microflux mesurant le spectre d’impédance de particule 
biologique et développé au sein de l’équipe de Philippe Renaud [61]. 
 
 
Figure I.19. Vues de dessus (a) et de côté (b) du canal microfluidique et des électrodes de mesure de l’impédance. 






























Un trieur ou un compteur de particules peuvent être ajoutés en aval du système de 
focalisation et de détection. Les auteurs de [62] ont utilisé la diélectrophorèse pour trier des 
particules biologiques. Dans les travaux de [54] et [63], le tri est hydrodynamique : les canaux 
horizontaux fluidiques sont utilisés pour dévier l'écoulement de particules, l'extrémité du 
canal principal pouvant être séparé en deux ou en plusieurs trajets afin de collecter les 




Figure I.20. Image MEB de moule en silicium de microcanal en PDMS de tri hydrodynamique [54]. 
Photographie d'un dispositif de tri hydrodynamique montrant que le flux de particules sans fluide de 
commutation (photo de gauche), avec un fluide de commutation injecté à gauche (photo du milieu), avec un 
fluide de commutation injecté à droite (photo de droite).  
 
3.6 Discussions 
La plupart des méthodes usuelles d'analyse cellulaire utilise des instruments 
commercialisés : microscopes optiques, microscopes à fluorescence, cytomètre en flux (ou 
FACS), etc. Ils sont couramment utilisés dans les laboratoires de biologie et les hôpitaux, car 
ils sont multifonctionnels et capables de fournir des résultats précis et rapides. Cependant ces 
instruments sont complexes, volumineux et coûteux.  





























Grâce au développement rapide des technologies MEMS de ces dernières décennies, de 
nouveaux instruments pour la biologie cellulaire, et notamment pour la cancérologie, 
émergent : les puces à cellules. Ces systèmes miniaturés d’analyse de cellules (et même d’une 
cellule) combinent des techniques microfluidiques, biochimiques, optiques, électriques, etc… 
et intègrent de nouveaux matériaux (pour la bio-fonctionnalisation). D’intenses travaux de 
recherche sont donc en cours depuis une dizaine d’années afin de proposer des techniques 
d’analyse compactes : intégration de systèmes optiques, développement de systèmes de 
détection électriques ou mécaniques. Chaque technique présente ses avantages et ses 
inconvénients et notre conviction est qu’elles cohabiteront toutes, chacune ayant sa spécificité 
et/ou toutes réunies afin de fournir des analyses multiparamétriques riches en potentiel de 
diagnostic. 
Nous allons présenter dans le paragraphe suivant un (4ème) compétiteur à la détection 
biologique qui, outre la capacité de fournir une vision nouvelle du vivant, rassemble bon 
nombre d’atouts :  
 sans marqueur ni altération des échantillons biologique, 
 grande capacité d'intégration, 
 … à découvrir dans ce manuscrit … 
4. Les potentialités de la détection électrique haute fréquence pour 
la biologie (cellulaire) 
Les applications exploitant les ondes électromagnétiques (la figure I.21) dans les domaines 
de la biologie et de la médecine sont nombreuses. Outre l’optique (microscopes, microscopes 
à fluorescence, cytométrie en flux pour ne citer qu’eux), les rayons X (X-rays) sont largement 
exploiter dans les instruments hospitaliers tels que le scanner (à rayons X). Les ondes radio de 






























Figure I.21. Le spectre électromagnétique. 
 
De plus, les hyperfréquences (parfois nommées Micro-ondes comme à la figure I.18) et 
allant typiquement du Gigahertz à la centaine de Gigahertz) ont ouvert la voie sur de 
nouvelles méthodes thérapeutiques et diagnostiques en médicine et biologie. Des applications 
thérapeutiques dans la gamme de fréquence du Mégahertz jusqu’à la dizaine de Gigahertz 
sont actuellement à l'étude pour des domaines tels que la cardiologie, l'urologie, la chirurgie, 
ophtalmologie, traitement du cancer et d'autres. Cette gamme fréquentielle est de plus 
exploitée par des applications de diagnostic pour la détection du cancer, l'imagerie d'organes, 
l’imagerie corporelle pour la sécurité aéroportuaire et plus encore [64]. De nombreuses 
recherches sont aussi focalisées sur l’étude des effets thermiques des ondes 
électromagnétiques hyperfréquences pour la thérapie ainsi que sur l’imagerie d’organe 
notamment [65-68]. 
L'utilisation des ondes électromagnétiques pour caractériser et étudier les propriétés 
diélectriques de substances biologiques telles que des tissus ou des fluides biologiques (sang) 
est bien établie notamment grâce au travail de Schwan et Stuchly [69-72]. L’essentiel des 
études a été mené à une échelle « macroscopique », c'est-à-dire aux échelles des organes (foie 
par exemple) ou des tissus (échantillons centimétrique d’organe ou de peau) [73]. Diverses 
autres techniques toujours volumineuses ont été investiguées, utilisant différents types de 
guides d'onde [74-76]. Ces études à échelle centrimétrique n'en sont pas moins très précieuses. 
En effet, une très large variété de tissus, d'os, de liquides biologiques variés ont été mesurés et 
présentent tous des signatures électriques distinctes. Un autre fait marquant a également été 
démontré dans [73], [74] et [77] notamment : il existe un contraste important entre les 
paramètres diélectriques de tissus sains et de tissus cancéreux sur une large gamme de 
fréquence au-delà du Gigahertz, comme illustré à la Figure I.22. 































Figure I.22. Paramètres électriques de tissus mammaires sains et pathogènes (NT : Non-Tumorous Tissue and 
TT : Tumorous Tissue) [77]. 
 
Nous décrirons ci-après uniquement les techniques non-invasives (c'est-à-dire celles qui 
maintiennent la viabilité des cellules lors de l’analyse). En effet, [82] et [83] opèrent en milieu 
biologique séché, ce qui, outre la modification apportée du vivant sous étude, tue le matériel 
biologique. Ce caractère « non-invasif » est, à nos yeux, une propriété chère à la technique 
hyperfréquence de détection, propriété qu’il est donc capital d’assurer. 
Quelques références [79, 83] mettent en œuvre des micro-réservoirs (au-dessus de circuits 
hyperfréquences) dans lesquels sont placés par seringue les matériaux biologiques à analyser : 
hémoglobine, ADN-λ, E-coli [79], et cellules en suspension [83]. Les mesures effectuées sont 
de plus effectuées sur une large gamme de fréquence ce qui permet l’acquisition de signatures 






























Figure I.23 Ligne coplanaire à micro-puit, testée avec de l'hémoglobine [79]. 
 
Figure I.24 Ligne coplanaire à microréservoir testé avec des cellules HEK-293 et 10% de DMSO [83]. 
 
La publication de Pavlidis et.al. [83] est particulièrement intéressante car elle montre 
également la capacité de suivi en temps réel de processus biologique par la technique 
hyperfréquence. En effet, la mort induite de cellules en suspension a été suivi durant une 
trentaine de minutes : les auteurs ont démontré des contrastes consécutifs sur la permittivité 
du fluide biologique comme l’illustre le graphique de droite sur la Figure I.24. 
La caractérisation large-bande de population de cellules dans leur milieu de culture, donc 
sans altération de ces dernières, est faite par Katia Grenier et al [78]. Un contraste significatif 
sur la permittivité relative du liquide a été mesuré entre les 2 solutions : avec et sans cellules, 
ce qui montre la possibilité de détecter des cellules par la technique HF en milieu liquide 





























(Figure I.25). D’autres mesures ont également permis de quantifier et même d’identifier des 
cellules suivant leur état : vivante, morte à l'aide d'un circuit résonant [84]. 
 
Figure I.25 Photographie de cellules en suspension dans le biocapteur RF et détection associée [78]. 
 
5. But de notre travail et conclusions 
Dans ce chapitre nous avons introduit et discuté différentes méthodes d’analyse biologique : 
des instruments commercialisés aux solutions à base de bio-MEMS. Les méthodes d’analyses 
cellulaires usuelles sont capables d’analyser des matériaux, molécules biologiques, cellules, 
tissus, organe, corps entier ; mais pêchent par certains aspects qui peuvent cacher certains 
phénomènes biologiques et empêcher leurs études. Parmi ces inconvénients, on trouve 
notamment :    
 La nécessite de marquage qui, bien que conduisant à de grande sensibilité et spécificité 
des analyses, impose des étapes « invasives » assez fastidieuses avant toute analyse. Par 
« invasive », nous entendons les faits suivants : (1) après analyse, les cellules sont 
générales inutilisables et (2) pendant l’analyse, on peut se poser la question des 
interférences des marqueurs avec le processus que l’on souhaite étudier. 
 Certaines techniques (sauf le cytométrie en flux, mais qui lui souffre de l’étape de 
marquage et du fait qu’après analyse les cellules ne sont « plus tout à fait en forme » car 




























C’est donc pour compléter les approches existantes, apporter des solutions aux 
inconvénients précédemment cités, développer une nouvelle manière de sonder le vivant que 
nous nous sommes orientés vers le développement de circuits hyperfréquences, intégrés avec 
les microtechnologies, pour l’analyse cellulaire. 
Le but de notre travail de thèse est le développement un biocapteur hyperfréquence 
permettant la caractérisation diélectrique large-bande (que nous nommerons par la suite 
spectroscopie diélectrique hyperfréquence ou simplement spectroscopie) de cellules, 
jusqu’à la cellule unique. Nous visons à combiner le micro dispositif hyperfréquence avec 
des fonctionnalités microfluidiques assurant ainsi une compatibilité avec la concept de 
lab-on-a-chip au sein duquel notre biocapteur pourra cohabiter avec des fonctions 
microfluidiques de manipulation, tri, mélange, chauffage, …. Nous devrons de plus assurer 
des propriétés, remarquables pour un système de détection lorsque toutes réunies, d’opération 
en milieu de culture, sans-contact et sans marquage : ceci assurant la bonne viabilité des 
cellules étudiées (non-invasivité), qui pourront par la suite être réutilisées pour d’autres 
analyses ou réintroduites dans d’autres expériences. 
Enfin, l’intégration par les microtechnologies de l’approche hyperfréquence-fluidique 
permet d’envisager une forte miniaturisation de la détection (miniaturisation jusqu’à 
quelques micromètres de la zone d’analyse, ce qui correspond aux dimensions d’une cellule), 
ainsi qu’une forte parallèlisation des analyses de part la fabrication collective des 
composants, ce qui ouvre des perspectives pour des applications de criblage pharmaceutique. 
Le chapitre suivant présente le premier composant développé permettant d’effectuer une 
spectroscopie diélectrique hyperfréquence de milieu liquide sub-nanolitre (assurant une 
forte miniaturisation des volumes d’analyse), incluant des suspensions cellulaires localisées 
microfluidiques.  
Les chapitres suivants sont quant à eux dédiés à l’analyse jusqu’à la cellule unique dans 
son milieu de culture et pour laquelle tant la technique hyperfréquence que l’intégration par 
les microtechnologies ont été optimisées. 
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Une grande partie de notre travail de thèse a consisté à mettre au point de nouvelles 
approches, basées sur la spectroscopie diélectrique hyperfréquences (HF), de caractérisation 
de divers matériaux biologiques liquides ainsi que des cellules vivantes en suspension. La 
spectroscopie diélectrique HF présente des caractéristiques en rupture par rapport aux 
techniques existantes, présentées au chapitre précédent, elle permet notamment une analyse :  
 sans contact avec le matériau à caractériser, 
 en milieu liquide a contrario de certaines techniques qui requièrent une fixation (i.e. 
séchage) des échantillons biologiques (comme des cellules). On peut donc étudier des 
cellules vivantes en suspension dans leur milieu de culture, 
 non-invasive (et non ionisante) du vivant (sous condition d’utiliser de très faible niveau 
de puissance, comme c’est le cas dans nos travaux), c'est à dire que la technique 
n’interfère pas avec le matériau biologique. On peut donc suivre, en temps réel, un 
processus biologique sans l’altérer ainsi que réutiliser l’échantillon biologique après test 
pour effectuer d’autre type d’analyse ou de traitement, 
 sans marquage, ce qui rejoint le point précédent, 
L’utilisation des ondes électromagnétiques permettant de caractériser et d'étudier les 
propriétés diélectriques de substances biologiques telles que les organes (décimétrique), les 
tissus (centimétrique) et même le sang (millilitre) a été établie dans les années 1980 
notamment grâce aux travaux de Schwan et Stuchly [1]-[4]. Les travaux se sont néanmoins 
cantonnés aux fréquences basses du domaine hyperfréquences (jusqu’à quelques Gigahertz) et 
sur des échantillons centimétriques.  
Nous présentons dans ce mémoire nos travaux sur les potentialités, pour les domaines de la 
biologie et du biomédical, apportées par la convergence entre :  
 l’analyse spectroscopique hyperfréquence sur plusieurs (=3) décades (de 40MHz à 
40GHz, tout à fait extensible jusqu’à 100-200GHz) d’échantillons biologiques en milieu 
liquide, donnant accès à une richesse d’informations, 
 les microtechnologies permettant l’observation d’objets biologiques micrométriques, et 

















































Nous allons notamment démontrer que, alliée à la microfluidique [5], la technique HF 
permet une analyse sous très faible volume, dans la gamme du nano-litre comme c’est le cas 
dans ce chapitre, et même descendre jusqu’à l’échelle de la cellule (cf. chapitre III). Enfin, les 
capacités de fabrication collective des microtechnologies permettent d’envisager une 
parallèlisation massive des détecteurs pour des applications de criblage biologique haut-débit. 
Notre travail s’est tout d'abord concentré sur le développement d’un biocapteur miniature, 
opérant dans la gamme du nanolitre et compatible entre autre avec une analyse de suspension 
de cellules, analysant les propriétés diélectrique d’échantillons biologiques liquides sur une 
large gamme de fréquences hyperfréquences. 
2. Interaction ondes HF et matières biologiques/liquides 
Un matériau est classé comme ‘diélectrique’ lorsqu’il a la capacité de stocker de l'énergie 
électromagnétique quand un champ électrique externe lui est appliqué. Le vide, le verre, 
certains plastiques et certains liquides (pas les liquides conducteurs) sont des diélectriques et 
sont donc caractérisés par des propriétés diélectriques. Ces propriétés rendent comptent de 
l’interaction entre le champ électrique et la matière (de sa capacité à stocker de l'énergie 
électromagnétique par exemple). Ce sont bien évidemment ces propriétés qui nous intéressent 
(leurs spectres dans le domaine hyperfréquences plus précisément) car elles constituent la 
signature électrique du matériau (biologique) considéré et permettent d’en déduire ses 
caractéristiques (biologiques).  
Ce paragraphe décrit donc la physique derrière les propriétés diélectriques du matériau et 
notamment les liquides. 
  


















































2.1 Propriétés diélectriques de matériaux 
La Figure II.1 illustre l’interaction champ électrique-matière (hors vide). Tout matériau (à 
l’exception du vide) est constitué de molécules, d’atomes formant des dipôles électrostatiques 
qui interagissent avec un champ électrique. On parle de polarisation, car ces dipôles 
s’orientent (=se polarisent) suivant le champ qui leur est soumis. Cette polarisation vient donc 
de différents phénomènes physiques : 
 la polarisation électronique, toujours présente, est induite par le déplacement et à la 
déformation de chaque nuage électronique des atomes, 
 la polarisation atomique est due aux déplacements des atomes au sein d’une molécule. 
 la polarisation dipolaire (ou dite d'orientation) existe lorsque des molécules présentent 
intrinsèquement un moment dipolaire : le barycentre des charges positives ne coïncidant 
pas avec celui des charges négatives. On parle alors de moléculaire dipolaire : la 
molécule d’eau  (H20) en est un exemple central. 
 
Figure II.1 Polarisation de milieu diélectrique par un champ électrique. 
Le phénomène de polarisation (qui est un phénomène microscopique) se quantifie 

















































(orientée suivant les dipôles polarisés), qui dépend linéairement (sous champ modéré, comme 
c’est le cas dans nos travaux) du champ électrique appliqué [7] : 
                             ⃗  ε0 χ  ⃗⃗            Equation 2.1 
Où les constantes ε0 et χ sont nommées respectivement : permittivité du vide et 
susceptibilité du matériau. ε0 (= 8.854187×10
-12
 F/m) est une constante absolue de physique 
au mettre titre que la constante de Boltzmann ou la vitesse de la lumière dans le vide. Par 
contre χ est fonction du matériau et surtout des dipôles qui le constitue. 
Lors du phénomène de polarisation, les dipôles s’orientent : il y a déplacement circulaire 
de charges (voir Figure II.1). Qui dit déplacement de charge dit densité de courant qui 
s’exprime par : 
                          ⃗⃗  ⃗  
  ⃗ 
  
                      Equation 2.2 
  ⃗⃗  ⃗ quantifie la densité de courant de déplacement et  ⃗  se nomme champ déplacement 
électrique qui vaut :                          
                         ⃗⃗  ε0  ⃗⃗  +  ⃗                   Equation 2.3 
Ces deux expressions (2.2 et 2.3) montrent comment la polarisation d’un matériau 
contribue au champ déplacement électrique induisant ainsi un courant dit de déplacement. 
Au-delà de cette démonstration d’électromagnétisme, nous voulons pointer que ce 
mécanisme : champ électrique → polarisation → champ déplacement électrique → densité 
de courant de déplacement identifie un matériau. 
En développant l’équation 2.3 avec l’équation 2.1 il vient : 
 ⃗⃗  ε0(1+ χ)  ⃗⃗              Equation 2.4 
Ce qui nous permet d’introduire une quantité adimensionnelle caractérisant le matériau 
interagissant avec le champ électrique : la permittivité relative    (relative au vide): 
       χ                 Equation 2.5 


















































Le vide est choisi comme référence, car il est défini de manière absolue et indiscutable, il 
est linéaire, homogène, isotropique, et avec réponse instantanée. 
C’est donc la permittivité relative qui résume (macroscopiquement) à elle seule la réponse 
(microscopique) du matériau au champ électrique. Nous allons voir dans les paragraphes 
suivants que cette quantité est complexe (c’est un nombre complexe) et fonction de la 
fréquence : c’est la signature électrique qui nous intéresse d’obtenir pour les matériaux 
biologiques à analyser. 
2.2 Permittivité complexe et comportement fréquentiel 
Par rapport à la réponse du vide, la réaction de tous matériaux soumis à des champs 
électromagnétiques dépend de la fréquence de ce dernier. Cette dépendance de la fréquence 
s'explique par le fait que la polarisation d'un matériel ne répond pas instantanément à un 
champ appliqué, et si le champ varie trop rapidement la polarisation peut ne pas se produire, 
ce qui reviendrait à avoir  ⃗    ⃗ . Suivant le type de polarisation (électronique, atomique ou 
dipolaire) ce « décrochement » se produit à des fréquences différentes, comme illustré à la 


















































Figure II.2  La réponse en fréquence de la permittivité et lien avec les trois mécanismes de polarisation [6]. 
 
Cette figure illustre de plus l’intérêt d’opérer en gamme hyperfréquence (micro-onde) pour 
laquelle les signatures mesurées rendront compte de la dynamique du phénomène de 
polarisation dipolaire. Cette dynamique se nomme relaxation diélectrique : elle modélise la 
perte de polarisation, donc la perte d’énergie stockée, ainsi que l’augmentation de l’énergie 
absorbée par le milieu, dont l’image correspond à la courbe ε’’ de la Figure II.2. 
Le paragraphe suivant décrit plus en détail le phénomène de relaxation diélectrique et 
introduit le concept de permittivité complexe, rendant compte de l’énergie absorbée par le 
matériau. 
  


















































2.3 La relaxation diélectrique 
Dans le domaine temporel et d’une manière générale, le phénomène de relaxation d’un 
système identifie l'existence d'un retard de réponse de ce système lorsqu’il est soumis à une 
excitation extérieure. Dans le cas de la relaxation diélectrique qui nous intéresse, lorsqu'on 
applique brusquement un champ électrique à un matériau, sa polarisation s’établit avec un 
certain temps dit temps de relaxation τR. Inversement, lorsque le champ est annulé, un temps 
de relaxation τR est nécessaire pour que le matériau retourne dans son état de désordre 
moléculaire initial [9]. Le temps de relaxation τR est défini comme le temps nécessaire pour 
que la polarisation croisse (ou décroisse) à 1/e par rapport à sa valeur finale (initiale). Lors de 
cette phase de relaxation, les molécules (on se limite ici à la polarisation dipolaire de 
molécules) s’orientent donc, ce qui provoque des frictions internes. C’est le principe des fours 
micro-ondes, pour lesquels le champ électromagnétique agite les molécules d’eau : leurs 
frictions sur leurs environnements provoquent le chauffage de matériau pour que les 
molécules tournent lentement et approcher exponentiellement. Le phénomène de relaxation 
s’accompagne donc d’une déperdition d’énergie. 
Transposé dans le domaine fréquentiel, ce phénomène de relaxation est de type 
« passe-bas » : au-dessous d’une fréquence limite (dite fréquence de relaxation =fR qui dépend 
du temps de relaxation suivant l’équation 2.6) la polarisation dipolaire s’établit nominalement; 
en dessus de fR, la polarisation dipolaire ne s’établit plus. 





    
           Equation 2.6 
Où    est la fréquence de relaxation.  
Ce phénomène de relaxation se modélise par une dépendance en fréquence de la 
permittivité relative du matériau. Pour tenir compte du phénomène de perte d’énergie, est 
introduite la notion de permittivité relative complexe décrit par l’équation 2.7. 
                          Equation 2.7 
Avec       la partie réelle de la permittivité relative complexe qui correspond à    

















































la permittivité relative complexe qui traduit les dissipations (diélectriques) d’énergie du 
matériau [8]. 
Il existe plusieurs modèles de relaxation, la plus ancienne est introduite par P. Debye [10] 
(on parle de relaxation de Debye) et est décrite par: 
            





    Equation 2.8 
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    Equation 2.9 
Où ε    et ε    correspondent à la permittivité aux fréquences extrêmement hautes et 
extrêmement basses, respectivement. 
Le tableau II.1 présente les valeurs du modèle de Debye pour de l’eau déionisée (DI) à 
30°C tandis que la Figure II.3 présente les parties réelle et imaginaire de la permittivité 
relative ainsi modélisée. Nous constatons que ε est constant au-dessus et au-dessous de la 
relaxation avec une transition se produisant à proximité de la fréquence de relaxation. En 
outre, ε  est faible au-dessus et au-dessous la relaxation avec un maximum qui apparaît dans 
la zone de transition à la fréquence de relaxation. 
 


















































Figure II.3  La relaxation de Debye de l’eau à 30 °C [6]. 
TABLEAU II.1 
           fR 
Eau 30°C 4,9 76,47 22,10GHz 
 
Obtenir des informations sur la relaxation diélectrique associée au phénomène de 
réorientation des molécules dipolaires n’est pas anecdotique : nous pensons qu’il permet de 
signer le contenu moléculaire d’une solution et d’un objet biologique. En milieu hétérogène 
(suspension de cellules par exemple), le phénomène de relaxation diélectrique HF 
correspondra à une observation globale de l’échantillon [11-12], rendant plus complexe 
l’interprétation mais ne remettant pas en cause les capacités d’analyse qui en découlent. 
Les figures II.2 et II.3 démontrent que la gamme de fréquence de ce phénomène se situe, 
pour les milieux aqueux (c'est-à-dire tous les matériaux biologiques que nous sommes 
susceptible de rencontrer) dans les hyperfréquences (1-40GHz). C’est donc dans ce contexte 
que nous avons développé des systèmes de caractérisation en gamme HF de matériau 
biologique. 
3. Conception d’un microsystème de spectroscopie HF de 
matériaux biologiques 
Nous sommes imposés plusieurs objectifs principaux pour notre système d’analyse :  
 réaliser une spectroscopie dans la gamme des hyperfréquences de paramètres électriques 
rendant compte de la relaxation dipolaire. Est ainsi attendue une signature riche et 
spécifique à l’objet observé, 
 être capable d’analyser des objets biologiques 
 en milieu aqueux (contrairement à certains travaux/techniques opérant avec des 

















































l’échantillon spécifique à la technique (passage en milieu de sucrose, étape de 
marquage, …), 
 dans la gamme des dimensions micrométriques / des volumes du nanolitre, ceci 
permettant (1) de se rapprocher des dimensions des cellules et (2) d’envisager une 
parallèlisation des détecteurs.  
Ce dernier point impose de développer conjointement le biocapteur HF avec des circuits 
microfluidiques en charge du convoyage des échantillons biologiques dans la zone active du 
détecteur. 
3.1 Principe de mesure des propriétés HF d’un matériau 
Le mécanisme général de mesure des propriétés HF d’un matériau est le suivant :  
 une source émet un champ (une énergie) électromagnétique, 
 une partie du champ traverse le matériau à analyser, il s’en suit une interaction 
champ-matière qui impacte le champ électromagnétique, 
 un récepteur capte ce changement de champ. 
Par conséquent, il s'agit d’une séquence : source-interaction-récepteur, illustré par Figure 
II.4. 
Les lois physiques décrivant la théorie des champs électromagnétiques déclinent plusieurs 
conséquences sur les ondes de l’interaction champ-matière : comme la réflexion, la diffraction, 
la dispersion, les interférences, … [13]. 
 
Figure II.4  La mécanisme fondamental de mesure micro-onde de champ proche 
 
Deux situations doivent être distinguées : 


















































 les ondes se propagent depuis la source vers le récepteur. Dans ce cas, la résolution 
spatiale est de l’ordre de grandeur de la longueur d’onde. Dans notre cas, la longueur 
d’onde est centimétrique (1cm à 30GHz dans le vide) et compte tenu que nous 
souhaitons analyser des objets micrométriques, nous ne retiendrons pas cette situation. 
 l’interaction champ-matière se fait en champs proche (proche voulant exprimer que les 
distances (source-objet-récepteur) sont très inférieures à la longueur d’onde). C’est dans 
cette configuration que nous avons focalisé nos travaux. 
3.2 Méthodes de mesures des propriétés HF d’un matériau 
Les méthodes électriques HF de caractérisation des matériaux se catégorisent généralement 
en : méthodes non résonantes et méthodes résonantes. Les méthodes non résonantes sont 
utilisées si l’on souhaite obtenir une connaissance générale des propriétés électromagnétiques 
sur une large gamme de fréquences (spectrométrie : c’est la voie qui nous intéresse), tandis 
que les méthodes résonantes sont utilisées pour déterminer les propriétés de matériau pour 
une fréquence unique ou plusieurs fréquences discrètes [13]. 
Pour les méthodes non résonantes, i.e. large bande, les propriétés des matériaux sont 
fondamentalement déduites de la réflexion des ondes sur l’objet ainsi que de leur transmission 
au travers de ce dernier (cf. Figure II.5). Très grossièrement, les amplitudes des ondes 
permettent de déterminer l’atténuation dans le matériau tandis que les phases donnent des 


















































Figure II.5. Caractérisation du matériel utilisant la méthode non résonante  
 
3.3 Choix de l’architecture du biocapteur 
Considérant la co-intégration des circuits HF et microfluidiques, nous avons choisi la 
configuration coplanaire pour le capteur électromagnétique. Ce choix élimine de plus le 
besoin des trous traversants indispensables en technologie non-coplanaire (microstrip 
notamment) [11]. La détection sera capacitive : schématiquement le matériau sera placé entre 
2 électrodes, la caractérisation électrique permettant la détermination de la capacité (image de 
la permittivité relative) et de la conductance (image des pertes du matériau). La Figure II.6 
illustre ce concept en montrant sa transposabilité en technologie coplanaire : les 2 électrodes 
sont côte-à-côte sur le même plan : le champ électrique baignant, par effet dit de bord 
(fringing field), dans le matériau à analyser (en gris). 
 
Figure II.6 Détection capacitive : (a) capacité à plaques parallèles (parallel plantes) que l’on peut, par 
transformations successives (b) convertir en technologie coplanaire (c) CPW [15]. 
 
Cette configuration est parmi les solutions les plus largement utilisées pour les applications 
de détection de produits chimiques en raison de nombreux avantages tels que la simplicité de 
mise en œuvre. Ce principe de détection constitue donc un moyen simple et intégrable de 
réaliser la spectroscopie diélectrique du matériel sous investigations [15]. 
3.4 Conception du biocapteur 
Notre biocapteur est constitué de deux parties principales :  


















































 le circuit biocapteur hyperfréquence constitué de lignes coplanaires (CPW pour 
CoPlanar Waveguide) d’accès avec, au centre : la capacité de détection qui est une 
capacité interdigitée (nous verrons plus loin l’intérêt de cette configuration interdigitée), 
 le canal microfluidique qui localise le fluide à analyse au-dessous de la zone active qui 
n’est autre que la capacité interdigitée. 
La figure II.7 montre l’architecture du biocapteur : le choix de la configuration coplanaire 
de la détection capacitive facilite la co-intégration avec le canal microfluidique.  
 
Figure II.7 Architecture du biocapteur muni de son micro-canal 
 
3.4.1 Conception HF du biocapteur 
Pour concevoir notre circuit électromagnétique, nous avons utilisé le logiciel commercial 
HFSS qui est un simulateur 3D de champs électromagnétiques hyperfréquences par élements 
finis. Il permet de prédire les réponses électriques des circuits HF ainsi que de simuler les 


















































La figure II.8. (A) illustre la distribution du champ électrique à 20GHz, qui est fortement 
concentré dans la zone de la capacité interdigitée. Cette forte intensité du champ électrique 
définit la zone active (i.e. sensible) du dispositif c'est-à-dire la zone dans laquelle l'interaction 
liquide-champ est maximale. Cette simulation montre de plus l’intérêt de la configuration 
multi-doigts (interdigitée) : le champ est uniformément intense sur une surface de 150µm   
150µm définissant ainsi la zone sensible au dessus de laquelle le micro-canal doit convoyer 
l’échantillon liquide à mesurer.  
La figure II.8. (B) présente l’intensité du champ électrique en coupe transverse (transverse 
par rapport aux accès coplanaires). Le champ est fortement concentré jusqu’à 10µm environ 
au-dessus de la capacité (la zone rouge identifie un champ compris entre 80% et 100% de la 
valeur maximale), il reste intense jusqu’à 20µm (les zones verte et jaune identifient un champ 
compris entre 50% et 80% de la valeur maximale), et dévient négligeable au-delà de 40µm. 
Pour la suite nous considérerons une hauteur de zone sensible à 20µm (critère des 50% 
correspondant à -3dB), ce qui donne un volume d’analyse de 450×103 µm3 équivalent à 0.45 
nanolitre. 
 
Figure II.8. (A) la distribution du champ électrique du dispositif CID en vue de dessus, (B) le champ électrique 
en vue en coupe. 
 
Nos objectifs sont donc atteints : un dispositif large bande analysant les propriétés 
diélectriques de liquide et opérant dans la gamme du nanolitre. 
La Figure II.9 et Tableau. II.2 détaillent le dimensionnement du biocapteur. 




















































Figure II.9 Schéma du biocapteur HF avec un zoom pour la zone détection. 
 
TABLEAU II.2 
DIMENSIONS DU BIOCAPTEUR HF 
 Dimensions Valeurs Dispersions 
Electrodes  L1 1450µm ±0.5µm 
 L2 140µm ±0.5µm 
 L3 10µm ±0.5µm 
 W1 300µm ±0.5µm 
 W2 150µm ±0.5µm 
 W3 15µm ±0.5µm 


















































3.4.2 Conception de la partie microfluidique 
La fonction du canal microfluidique est le guidage de l’échantillon fluidique au niveau de 
la zone active du biocapteur. Les avantages d’opérer en microfluidique sont la faible 
consommation de réactif (nanolitre), le contrôle et la répétitivité des volumes mis en jeu, la 
parallèlisation des opérations fluidiques ainsi que la possible production de masse à faible 
coût de dispositifs identiques [16]. La figure II.10 présente les vues de dessus et en coupe du 
micro-canal. Ce dernier est constitué de deux accès pour le liquide, la largeur de 1mm 
facilitant l’injection et la mobilité du liquide, et d’une constriction de 150µm large localisant 
le liquide au-dessus de la zone de détection. Nous avons fixé la hauteur du canal à 40µm. 
L’extension des champs électromagnétiques de 40µm au-dessus des dispositifs HF maximise 
son interaction avec le liquide. 
 
 
Figure II.10 Schématique du micro-canal en vue dessus et vue en coupe. 
 
Le biocapteur HF conçu, nous l'avons ensuite fabriqué. La filière technologique 
correspondante est décrite dans le prochain paragraphe. 


















































4. Fabrication du biocapteur  
La fabrication du biocapteur comporte plusieurs étapes:  
 l’élaboration des circuit HF sur un substrat quartz,  
 l’élaboration du micro-canal réalisé dans l'élastomère Polydimethylsiloxane (PDMS),  
 et finalement l'assemblage des deux parties.  
La fabrication du capteur HF/fluidique s'appuie sur des procédés de microfabrication 
traditionnels (photolithographie, gravure, croissance et dépôt de films, assemblage…) bien 
établis au LAAS. 
Afin de réaliser notre biocapteur, la principale technique mise en œuvre est la 
photolithographie, correspondant à l'ensemble des opérations permettant de transférer une 
image (généralement présente sur un masque) vers un substrat. Cette technique est très 
utilisée dans l'industrie du semi-conducteur. Les motifs de l'image ainsi transférée 
deviendront par la suite les différentes zones des composants électroniques [17]. 
Après avoir dessiné les différents niveaux des structures sur le logiciel Cléwin 4, le jeu de 
masques est fabriqué au LAAS-CNRS avec le système d'écriture laser DWL 200 Heidelberg 
Instruments. Ce type d'équipement permet d'obtenir des masques de résolution inférieure au 
micromètre. Chaque niveau correspond à une étape technologique particulière. Dans le cas de 
ce biocapteur HF, seuls 2 niveaux sont requis: un pour la délimitation des circuits HF et un 
second pour la fabrication des canaux fluidiques. 
4.1 Elaboration du circuit HF 
Afin de s'affranchir des pertes induites par l'effet de peau, il est normalement préconisé 
d'utiliser une épaisseur de métallisation supérieure ou égale à trois fois l'épaisseur de peau, ce 
qui équivaut dans la gamme 1-40GHz à une épaisseur minimale de 2,5 μm. Or pour assurer 
une bonne adhésion du canal fluidique sur les circuits HF et minimiser toute fuite, il est 
préférable d'utiliser une métallisation de faible épaisseur, choisie de 0,3 μm dans notre cas. 
Nous avons donc opté pour une métallisation obtenue par la technique de "lift-off" plutôt 
qu'un dépôt électrolytique plus approprié à de fortes épaisseurs métalliques.  


















































Figure II.11. Schématique de la fabrication des circuits hyperfréquence: (A) Nettoyage du substrat; (B) Dépôt de 
la résine photosensible; (C) Photolithographie par UV;(D) Développement de la résine; (E) Evaporation du métal; 
(F) Suppression de la résine; (G) Les électrodes sont prêtes. 
 
Une fois les masques prêts, nous commençons par le nettoyage d'une plaquette de quartz, 
de 500 μm d'épaisseur, dans un mélange sulfochromique, appelé RT2, suivi d'un rinçage à 
l'eau De-Ionisée (DI) et d'une déshydratation (cf. étape A de la Figure II.11). Ensuite, une 
résine négative NLof de 2,5 µm d'épaisseur est déposée sur le substrat (cf. étape B de la 
Figure II.11). Il s'agit d'une résine dont les flancs après développement sont rentrants, ce qui 
favorise l'élimination finale de la résine (étape F de la Figure II.11). La résine est ensuite 
exposée aux UV au travers du masque correspondant aux circuits HF, puis développée dans le 
développeur MF-CD-26. Les solvants spécifiques contenus dans le développeur vont 
permettre d'éliminer la résine non exposée et ainsi structurer la couche de résine déposée sur 
le substrat [17] (étape D de la Figure II.11). La couche métallique en titane (500Å) et en or 
(300nm) est ensuite évaporée sur toute la plaquette à l'aide d'un canon à électrons. La résine et 
les zones métalliques non désirées sont éliminées grâce à un bain d'acétone qui attaque la 
résine (procédé Liff-off [18]), suivi d'un rinçage à l'eau DI. Le métal directement en contact 
avec le substrat reste quant à lui intacte. Le circuit HF sont alors prêtes. La Figure II.12 
illustre par quelques images les électrodes fabriquées. 



















































Figure II.12. Le circuit hyperfréquences : Photographie d'une ligne coplanaire avec une capacité interdigitée; et 
zoom de la zone de détection sur la photographie de droite. 
 
L'étape suivante consiste à fabriquer les canaux microfluidiques. 
4.2 Elaboration des micro-canaux en PDMS 
Notre choix du matériau pour fabriquer les canaux microfluidiques s'est porté sur le 
Polydimethylsiloxane (PDMS). Il présente en effet l’avantage d’être particulièrement bon 
marché, facile à répliquer en utilisant des techniques de micro-moulage, biocompatible, 
transparent, et bien d'autres atouts encore [19].  
Les canaux microfluidiques sont obtenus par moulage. Le principe général du procédé est 
décrit sur la Figure II.13. Il comprend les étapes suivantes :   
 la fabrication du moule qui correspond à une version en négatif des canaux, 
 le moulage du PDMS liquide et sa réticulation 


















































Figure II.13 : Le procédé de coulage du PDMS. 
 
4.2.1 Fabrication du moule 
Le moule est fabriqué à l'aide d'une plaquette en silicium. Le procédé commence par un 
nettoyage du substrat. Une résine positive photosensible est ensuite déposée, recuite, insolée 
et enfin développée (cf. Fig. II.13 (A)-(C)). Cette résine sert de masque durant l'étape suivante 
de gravure profonde du silicium par Deep Reactive Ion Etching (DRIE). L'épaisseur gravée 
correspond à 40 µm, soit la hauteur souhaitée du micro-canal. Enfin, la résine résiduelle est 
retirée dans un bain d’acétone, comme indiqué sur la Fig. II.13 (D).  
Afin de faciliter le démoulage des puces en PDMS, nous avons réalisé un traitement de la 
surface du moule en silicium avec un silane OTS (Octadecyltrichlorosilane) avec une 
concentration de 1% dans du xylène. Cette étape permet de rendre la surface du silicium 
hydrophobe (avec un angle de contact proche de 110°). A cet égard, il est intéressant de noter 
que le PDMS non réticulé mouille les surfaces traitées à l’OTS, ce qui rend possible 
l’enduction à la tournette. En revanche, le PDMS réticulé n’adhère pas sur ces surfaces. 
4.2.2 Moulage, démoulage et perçage des canaux en PDMS 
Le moule en silicium est rincé avec de l’isopropanol, puis séché avec de l’azote avant de 
faire le moulage. Puis, comme indiqué sur la Fig. II.13 (E), on verse 8 g de PDMS (de type 
Sylgard 184, avec un rapport base : agent réticulant de 10:1, qui aura préalablement dégazé 


















































dans une cloche à vide pendant 30 minutes) sur le moule de silicium de 4 pouces de diamètre. 
Une fois la surface du PDMS bien homogène, on place le moule dans un four spécifique pour 
polymère à 75°C pendant 1 heure. Les composants réticulés en élastomère PDMS peuvent 
alors être décollés du moule (cf. Fig. II.13 (F)). La Figure II.14 montre l’image MEB du 
micro-canal en PDMS ainsi obtenu. La hauteur des parois mesurée est ~39 µm et la largeur du 
passage rétréci est ici de 148µm. Les canaux sont enfin percés et découpés. 
 
Figure II.14 L’image MEB du micro-canal en PDMS. 
Le perçage des trous dans les puces est dédié à l’injection de liquide dans les 
micro-canaux. 
4.2.3 Hydrophylicité du PDMS par traitement de surface 
L'un des défauts du PDMS réside dans son hydrophobicité, ce qui rend difficile l’injection 
de liquides dans le micro-canal. La solution la plus couramment utilisée pour rendre le PDMS 
hydrophile consiste à faire un traitement de surface par plasma oxygène. Cependant, il est 
bien connu que la surface de PDMS oxydé reprend rapidement son hydrophobicité après 
l’oxydation [20]. Par conséquence, un autre traitement de surface publié par Yu and Han [21] 
a été mis en place afin d'assurer une plus longue période d'hydrophylicité de l'élastomère. Il 
s'agit de faire interagir un PEG (Poly -éthylène glycol) avec le PDMS en utilisant un procédé 

















































Le protocole de traitement est le suivant. Tout d'abord, un plasma oxygène est appliqué sur 
le PDMS. Il est effectué dans un système plasma (PVA de Tepla 300, Allemagne) à une 
fréquence de 2,45 GHz. Un débit constant d'oxygène (1000 mTorr) et 200 W de puissance RF 
est utilisé pendant 30 sec. Le PDMS est ensuite immergé dans 0,17 ml de 2-[méthoxy 
(polyéthylèneoxy) propyl] triméthoxysilane 90% (de ABCR GmbH& Co, Allemagne), qui a 
été préalablement mélangé à 50 ml de toluène (à partir de Sigma-Aldrich, USA) pendant 1 h 
pour préparer un PDMS traité au PEG avec sa propriété de surface contrôlé [22]. Puis, le 
PDMS est plongé dans de l'isopropanol avec application d'ultrasons appliqués à 35 kHz 
pendant 1 min pour éliminer les restes de solvant du traitement. Les micro-canaux en PDMS 
traités sont alors prêts après deux étapes finales: rinçage et séchage dans une cloche à vide 
pendant 2 h. 
Afin de mettre en évidence la longévité de l'hydrophylicité du PDMS grâce au traitement 
PEG, les angles de contact pour des échantillons de PDMS non traité, de PDMS traité par 
plasma O2 et de PEG-PDMS ont été mesurés en utilisant la technique de la goutte, et en 
l'occurrence avec des gouttelettes d'eau dé ionisée. Les résultats sont présentés sur la figure 
II.15. Le PDMS non traité présente un angle de contact de l'ordre de 110° et est donc 
hydrophobe en permanence. Le PDMS traité uniquement par plasma oxygène retrouve un 
caractère hydrophobe avec un angle de contact supérieur à 90° après une durée de 100 min. 
Enfin, le PDMS traité par la méthode du PEG présente une bonne stabilité d'angle de contact 
restant faible pendant une dizaine de jours, ce qui est suffisant pour nos mesures. De  plus, la 
couche PEG est résistant à l’adsorption de protéines [23], ce qui confère un attrait 
supplémentaire à la technique de traitement pour nos tests de matériaux biologiques. 



















































Figure II.15. L’angle de contact de PDMS non traité, de PDMS traité par plasma O2 et de PEG-PDMS. 
 
4.3 L’assemblage de circuit HF et des micro-canaux 
La dernière étape de fabrication des puces est l’assemblage. On a choisi d’abord la 
méthode classique : coller la partie PDMS sur la plaquette métallisée à l’aide d'un traitement 
au plasma O2. L’alignement des deux parties est fait sous un microscope d’assemblage. La 
figure  II.16 montre l’image d’un biocapteur ainsi obtenu. 
 


















































Cependant, il peut parfois subsister des problèmes de fuites en raison de l'épaisseur de 
circuit HF qui impliquent de fait un relief non négligeable pour le collage. Ceci est 
particulièrement dommageable durant la caractérisation des composants et peut endommager 
les pointes de mesure. Ceci est illustré sur la figure II.17 avec le schéma du composant vu en 
coupe et son image MEB, sur lesquels on peut observer une zone non scellée. Afin 
d'optimiser le collage des canaux PDMS sur les électrodes, nous avons testé l'ajout d'une 
couche intermédiaire de résine SU8 entre le PDMS et le substrat pour favoriser l'adhérence et 
l'étanchéité des deux parties. Le protocole est précisé sur la figure II.18. Tout d'abord, une 
couche d’environ 10µm de résine SU8 est déposée sur une plaquette vierge et non recuite. Le 
canal PDMS est alors transféré sur cette plaquette et mis en contact avec la résine SU8 en 
utilisant la méthode dite de ‘soft lithographie’ (stamping). Après décollement, le bas des murs 
des canaux sont estampés d’une couche SU-8. Les canaux avec SU8 sont ensuite placés sur le 
circuit HF et fixés via un recuit et donc le durcissement de la couche SU8. 



















































Figure II.17 (a) Schéma d'une zone non étanche entre une paroi de PDMS et le substrat (b) Image MEB d'un 
canal en PDMS dont l'accroche n'est pas complète sur les métallisations inférieures après collage par traitement 
au plasma O2. 
 
Après optimisation du collage par SU8, nous avons observé l'état du collage entre le 
PDMS et le substrat métallisé à l'aide d'un MEB. La figure II.19 montre que les écarts ont été 
remplis par la couche SU8. Cette méthode permet donc de résoudre les possibles fuites des 






















































Figure II.19 Image du collage d'un canal en PDMS sur le circuit HF via une couche SU8. 
  



















































5.1 Matériels et méthodes 
Les mesures sont effectuées directement sur plaquettes grâce à deux sondes coplanaires 
‘masse-signal-masse’ connectées à un analyseur de réseau en charge des mesures électriques 
larges bandes. Le banc de test prend également en charge l’injection des échantillons 
fluidiques et biologiques via un pousse seringue de précision. De plus, l’observation des 
fluides est effectuée à l’aide d'un microscope muni d’une caméra CCD connectée à un 
ordinateur. Le dispositif est placé sur une semelle dont la température est régulée à 20 °C. 
L’architecture du banc expérimental est présentée à la figure II.20. 
 
Figure II.20. L’architecture du test  micro-onde et microfluidique 
 
Les paramètres S (paramètres de réflexion et de transmission de puissance) sont mesurés 
de 40 MHz à 40 GHz. Un calibrage ‘Short-Open-Load-Through’ (SOLT) ramène les plans de 
mesure au niveau du bout des pointes des sondes coplanaires, c'est-à-dire aux extrémités des 

















































5.2 Procédure d’extraction de paramètres du liquide et validation 
Nos mesures sont donc associées à l’ensemble ‘ligne d’accès + mur du micro-canal + 
capacité de détection + mur du micro-canal + ligne d’accès’, mais c’est uniquement les 
caractéristiques (admittance) de la capacité de détection qui nous intéresse. Pour extraire cette 
admittance complexe, nous avons développé la méthode suivante :   
 la structure vide (avec de l’air) a été mesurée et nous en avons déduit le modèle des 
deux lignes d'accès coplanaires, les deux capacités parasites correspondant à l'impact 
des parois du micro-canal et le capteur diélectrique (IDC). La figure II.21 présente les 
paramètres de réflexion et transmission mesurés et ainsi modélisés. 
 
Figure II.21. Paramètres de réflexion et transmission mesurés et modélisés (insert : modèle électrique 
du dispositif à vide). 
 
 
 la structure est ensuite mesurée avec un liquide chargé et une procédure d’épluchage 
(‘de-embedding’ en anglais) est appliquée pour supprimer les effets des lignes d'accès 


















































de Cmur et Cair pour finalement extraire Cfluide et Gfluide indiqués sur le modèle électrique 
du dispositif chargé de la Figure II.22. 
 
Figure II.22. Modèle électrique du dispositif chargé. 
 
 l’extraction de Cfluide et Gfluide requiert une dernière étape de post-traitement car l’étape 
précédente permet de calculer la matrice admittance de ces 2 éléments. Le modèle 
électrique équivalent associé au fluide et les conventions utilisées sont présentés à la 
figure II.23 : 
 
Figure II.23. Modèle électrique équivalent associé au fluide et conventions utilisées 
 
La matrice admittance est définie de la façon suivante: 
                    

















































C'est l'admittance de transfert inverse qui nous intéresse, elle est définie lorsque l'entrée du 
quadripôle est en court-circuit (V1=0). 
         lorsque V1 =0 
Or d’après le schéma électrique de la figure II.21, l’admittance Y21 vaut l’opposé de 
l’admittance constituée par la mise en parallèle de la capacité et la conductance : 
                           Equation 2.11 
Donc, 
                      
                        Equation 2.12 
Ce qui finalise notre post-traitement et nous donne accès à Cfluide et Gfluide en fonction de la 
fréquence (de 40MHz à 40GHe dans notre cas). La figure II.24 présente les 2 situations 
servant au processus d’extraction de Cfluide et Gfluide, qui en représente in fine le contraste.  
 
Figure II.24. Schématiques de capteur chargé par l’air ou fluide. 
 
Nous pouvons déduire que :  
                                                      
       
   
 
      
          
       
    
 
      Equation 2.13 
 
Où K est un paramètre qui ne dépend que de la géométrie de la capacité interdigitée. 


















































Afin de vérifier la fonctionnalité du capteur et la justesse de la procédure d’extraction des 
paramètres du fluide présentée ci-dessus, nous avons extrait Cfluide et Gfluide pour de l’eau dé 
ionisée à 20°C en fonction de la fréquence. Nous avons comparé les résultats issus de mesures 
avec ceux provenant de simulations réalisées par le logiciel HFSS. Les simulations ont 
considéré un modèle de Debye pour l’eau conformément aux équations 2.6 et 2.7 et dont les 
paramètres ont été extraits à l’aide d’une technique précédemment développée dans l'équipe 
[24]. 
La figure II.25 nous démontre qu’un bon accord entre mesures et simulations est atteint, ce 
qui valide la fabrication de notre biocapteur, son fonctionnement correcte et valide la 
procédure d’extraction de Cfluide et Gfluide. 
 
Figure II.25. Valeurs de la capacité et de conductance (Cfluide et Gfluide) en fonction de la fréquence pour de l’eau 
DI, comparaison simulations/mesures. 
 
NOTE : On peut être gêné par le fait que Cfluide ne soit pas linéairement lié à        
  mais 
dépende de        
   , le fameux “-1” provenant du fait que l’on considère le contraste par 
rapport à l’eau. Nous verrons cependant par la suite que chaque fluide sera référencé par un 
autre fluide (de référence) et l’on exprimera toujours des contrastes : Cfluide - Cfluide, ref et Gfluide 
- Gfluide, ref. La figure II.26 illustre ceci : les échantillons B et C sont référencés par rapport au 


















































Figure II.26. Les paramètres électriques extraits sont toujours référencés (notion de contrastes) par rapport à une 
fluide (de référence). Ici, les échantillons B et C sont référencés par rapport à au fluide A. 
On a donc : 
     
  
   
 
    
         
     
  
   
 
    
       Equation 2.14 
Qui donnent, en contraste l’un (B) par rapport à l’autre (A) :  
               
  
    
 
 
      
    
    Equation 2.15 
De même pour la conductance : 
       
     
          Equation 2.16 
Ainsi les contrastes de Cfluide et Gfluide sont bien proportionnels aux contrastes des parties 
réelle et imaginaire des permittivités des fluides considérés. Ainsi, cette partie théorique 
démontre bien que, si l’on s’intéresse aux spectres de la permittivité dans le domaine des HF 
(et l’on a démontré tout l’intérêt de ceci au paragraphe 2 de ce chapitre), extraire les 
comportements fréquentiels de Cfluide et Gfluide est pertinent. Nos raisonnements futurs se 
porteront donc sur ces derniers paramètres et plus précisément sur leurs contrastes vis-à-vis 
d’un milieu de référence. Cette notion de contraste est capitale car, même s'il est important de 
connaître les propriétés absolues d’un échantillon, il est souvent indispensable en biologie de 
comparer 2 états biologiques, l’un pris comme référence. Les paragraphes suivants exploitent 


















































ces développements pour la caractérisation de milieu binaire, biologique et de suspensions de 
cellules. 
5.2 Mélange binaire éthanol/eau  
Des mélanges binaires éthanol/eau de différentes concentrations ont tout d’abord été 
caractérisés. Ces deux composés étant bien connus, cette étude permet d'évaluer les réponses 
du capteur fluidique dans le cas où l’eau est prise comme référence. Différents fluides sont 
générés à partir de cette eau de référence, et caractérisés. 
Nous avons précisément dilué 1%, 5%, 10% et 20% d’éthanol pur dans de l’eau déionisée. 
Nous avons chronologiquement mesuré l’eau pure (c’est notre fluide de référence) puis les 4 
mélanges binaires éthanol/eau. Les contrastes ΔC sont présentés à la figure II.27 en fonction 
de la fréquence et pour les 4 concentrations. Remarquons que le zéro correspond à l’eau 
déionisée pure, pris comme référence. Le contraste de permittivité entre l’eau et l’éthanol se 
retrouve dans le contraste de capacité : l’éthanol possède, quel que soit la fréquence une 
permittivité plus faible que l’eau. Ainsi plus la proportion d’éthanol dans l’eau est importante 
plus le contraste est fort. Nous constatons que de très faibles traces d’éthanol (1%) sont 
mesurables : un contraste maximal de 7 fF est atteint à 12GHz. Aux faibles valeurs de 
concentration d’éthanol (1%, 5% et 10%), le contraste capacitif est linéaire avec la proportion 


















































Figure II.27. Contraste capacitif (ΔC) en fonction de la fréquence : éthanol en solution aqueuse à différentes 
concentrations par rapport de l’eau désionisée pure. 
 
Les contrastes de conductance ΔG sont présentés à la figure II.28. Le maximum 
d’absorption se situe aux alentours de 5 à 10GHz pour l’éthanol et 20GHz pour l’eau. Il est 
donc normal que l’éthanol (et même des mélanges d’éthanol/eau) présente plus de pertes aux 
voisinages de 5-10GHz que l’eau pure, rendant ainsi le contraste de conductance positif. Par 
contre, autour de 20GHz, ici de 10 à 40GHz, c’est l’eau pure qui absorbe le plus l’énergie 
électromagnétique : le contraste devient alors négatif et croissant. Les contrastes les plus forts 
sont atteint à 40GHz : 1 mS de ΔG pour 1% éthanol et 5 mS pour 5% éthanol. On constate 
encore une dépendance linéaire de ΔG avec la fraction d’éthanol, au moins pour les faibles 
concentrations. 



















































Figure II.28. Contraste de conductance (ΔG) en fonction de la fréquence : éthanol en solution aqueuse à 
différentes concentrations par rapport de l’eau désionisée pure. 
 
La figure II.29 présente ΔC et ΔG, respectivement à 12GHz et 40GHz, en fonction de la 
concentration de l'éthanol en solution aqueuse. On remarque ainsi que, pour des proportions 
d’éthanol inférieures à 10%, les contrastes varient linéairement avec la fraction d’éthanol. 
Cependant, cette linéarité n’est plus parfaite au-delà de 10%, à 20% dans notre cas, deux 
hypothèses peuvent expliquer ceci : (1) lorsque la proportion d’éthanol est forte, les durées 
des opérations d’injection du milieu et de mesure sont trop longue et l’éthanol s’évapore (ce 
qui ne se produit pas sous faible concentration d’éthanol) et/ou (2) théoriquement, cette 


















































Figure II.29. ΔC et ΔG, respectivement à 12GHz et 40GHz, en fonction de la concentration de l'éthanol en 
solution aqueuse. 
 
Cette étude montre que le raisonnement proposé sur les contrastes de capacité et 
conductance est efficient. Ces derniers permettent de retrouver les comportements 
caractéristiques (qui nous intéressent) de la permittivité de liquide dans la gamme des 
hyperfréquences. Nous constatons de plus d’excellente sensibilité de la technique : une trace 
de 1% d’éthanol se traduit par 7fF de contraste et, considérant une résolution de 0,1 fF (c’est 
notre bruit de mesure à 12GHz), de très faibles traces d’éthanol, voisines de 100 ppm, 
pourraient être détectées grâce à cette technique.  
 
Quelle est la situation avec des milieux biologiques ? 
  


















































5.3 Milieu biologique : sérum de veau fœtal en milieu aqueux 
Afin d’étudier les performances de notre (bio) capteur avec des milieux biologiques, nous 
avons caractérisé et analysé des solutions aqueuses du sérum de veau fœtal (SVF). Le SVF est 
un sérum issu de fœtus de vache, qui est largement utilisé en culture cellulaire. Les protéines 
globulaires, nommées albumine de sérum bovin (ASB et BSA en anglais), en sont le 
composant majeur et permettent ainsi de maintenir la croissance et la multiplication (i.e. la 
culture) des cellules [25]. 
En utilisant le même protocole de dilution que pour l’éthanol, nous avons préparé 5% et 10% 
de SVF en solution aqueuse (l’eau déionisée est là encore prise comme référence), qui sont les 
concentrations habituellement utilisées pour la culture cellulaire. La figure II.30 présente les 
contrastes ΔC et ΔG en fonction de la fréquence pour les deux concentrations de SVF. Pour 5% 
SVF, il a environ 5fF à 5GHz de contraste par rapport de l’eau pure, ce qui est beaucoup plus 
faible que pour l’éthanol à même concentration. Ceci démontre que le contraste de 
permittivité éthanol/eau est beaucoup plus important (7 fois plus important) que celui entre le 
SVF et l’eau. Malgré tout, nous estimons que 0,1%=1000ppm de SVF peut être détecté en 
solution aqueuse. Les allures sont les mêmes que pour le paragraphe précédent mais les 
caractéristiques diffèrent : niveaux de contrastes, fréquences d’apparition des extremums, 
rendant ainsi la signature (c'est-à-dire : ΔC et ΔG en fonction de la fréquence) : 
 proportionnelle à la concentration du milieu additif (que l’on veut analyser) dans la 
solution de référence, sous réserve de faibles concentrations ajoutées (ici aussi cette 
linéarité se confirme), 


















































Figure II.30. Les contrastes ΔC et ΔG en fonction de la fréquence pour 5% et 10% SVF dans l’eau désionisée. 
 
Cette unicité de signature est un postulat, qui sera à démontrer expérimentalement pour 
chaque composé et dont il faudra établir les limites (car il y en aura, comme par exemple : 
qu’en est-il si deux composés sont ajoutés dans de l’eau pure, est-on capables de les identifier 
tous les deux ?), permettra d’identifier le composé dont la concentration varie entre 2 
échantillons (notion de sélectivité). 
Quelle est la situation avec des milieux biologiques vivants ? 
5.4 Cellules en suspension dans leur milieu de culture 
Afin d’explorer les capacités de notre dispositif pour la détection et l’analyse de cellules 
vivantes en suspension dans leur microenvironnement de culture, nous avons étudié les 
réponses de notre biocapteur lorsque chargé par des suspensions de lymphomes B, cultivés 
dans l’équipe de Jean-Jacques Fournié et avec l’aide précieuse de Mary Poupot, tous deux 
chercheurs à l’INSERM (Centre de Recherche en Cancérologie de Toulouse -UMR 1037). Un 
lymphome B est une cellule cancéreuse du système lymphatique qui se développe aux dépens 
des lymphocytes B. Elle est caractérisée par une prolifération maligne (ou cancéreuse) dans 
les organes lymphoïdes secondaires. Les cellules de lymphome B constitue un modèle de 
référence dans le monde entier de cellules tumorales pour les biologistes.   


















































Les cellules sont obtenues à partir d’une culture cellulaire réalisée dans un incubateur, qui 
fournit des conditions appropriées pour la croissance cellulaire (37°C, 5% CO2, 
environnement très humide) (Centre de Recherche en Cancérologie de Toulouse -UMR 1037). 
Après centrifugation, le surnageant est retiré et remplacé par un milieu de culture « neuf » et 
connu. La suspension de cellules est ensuite injectée dans le micro-canal de notre biocapteur 
via une micropipette. Ce processus est décrit à la figure II.32. Notons que le milieu de culture 
cellulaire utilisé est ici du RPMI (abréviation de Roswell Park Memorial Institute medium) 
auquel on adjoint 10% de SVF (on nommera ce milieu du « RPMI+10%SVF » par la suite). 
Ce milieu est traditionnellement utilisé pour la croissance des cellules lymphoïdes humaines 
et contient de nombreux composés avec notamment une grande quantité de phosphate. 
 
Figure II.31. Protocole de préparation et d’injection de suspension de cellules. 
Différentes concentrations de cellules vivantes ont été mesurées et les résultats sont 
présentés à la figure II.32. Un comptage optique de cellules en interaction avec les champs 
électromagnétiques (c’est à dire dans la zone active du détecteur) a été effectué. Le milieu de 




















































Figure II.32. ΔC (A) et ΔG (B) pour différentes concentrations de cellules lymphomes B dans du 
RPMI+10%SVF pris comme milieu de référence. 
 
Ces courbes amènent plusieurs remarques :  


















































 plus la concentration de cellules augmente et plus les contrastes se prononcent. Là 
encore, on retrouve le fait que les ΔC et ΔG sont des fonctions croissantes du contraste 
de permittivité cellule/RPMI+10%SVF ainsi que la fraction cellule/RPMI+10%SVF, 
 des contrastes significatifs sont : environs 5fF à 5GHz pour 20 cellules dans la zone 
active du biocapteur, 14fF pour 70 cellules et 24fF pour 150 cellules. La même 
remarque vaut pour les contrastes sur la conductance, 
 les réponses ne sont pas linéairement dépendantes avec le nombre de cellule. Nous 
faisons l’hypothèse que théoriquement, cette relation linéaire n’est vraie qu’aux faibles 
concentrations cellulaires (c'est-à-dire au moins inférieure à 70 cellules dans la zone 
active de détection) (hypothèse déjà formulée lors de l’étude de milieu binaire 
éthanol/eau). 
 Pour 20 cellules dans la zone active, nous obtenons un contraste capacitif de 5fF à 
5GHz. Compte tenu de la résolution à 0.1fF, nous pouvons avec confiance tenter la 
caractérisation d’une seule cellule, ce qui fait l’objet du chapitre suivant. 
Ce résultat est capital pour nos travaux de recherche car il démontre que nous sommes 
capables, grâce aux dispositifs développés et à la technique d’extraction des contrastes 
capacitif et conductif, de caractériser (spectrographier dans le domaine HF) des cellules 
vivantes dans leur milieu de culture. Soulignons aussi que les échantillons analysés 
occupent un volume dans la gamme du nanolitre et que la technique est non-invasive, les 
cellules pouvant être réutilisées pour d’autres études. 
Ce type de capteur pourrait par exemple être utilisé pour le suivi non-invasif et en temps 
réel de la prolifération cellulaire. 
 


















































5.5 Différentiation de cellules vivantes/mortes en suspension dans leur 
milieu de culture 
Pour aller encore plus loin, nous avons comparé les réponses de cellules vivantes avec 
celles de cellules mortes, toujours de lymphomes B de type RL. Un lot de cellules vivantes a 
été divisé en deux sous-lots, un replacé dans l’incubateur : les cellules continueront à vivre et 
se multipliées (=lot 1); l’autre sous-lot a été placé dans un frigo à 4°C pendant 7 jours : 
conduisant à la mort des cellules (=lot 2). 
Après 7 jours, un test de viabilité cellulaire utilisant du bleu trypan, classiquement utilisée 
par les biologistes, a été effectué sur les 2 sous-lots. La figure II.33 présente les résultats du 
test. A gauche le bleu trypan n’a pas pénétré dans les cellules du lot 1, ce qui démontre leur 
viabilité tandis que, à droite, les cellules du lot 2 apparaissent bleu démontrant ainsi leur 
mort. 
 
Figure II.33. Test de viabilité des cellules des 2 sous-lots. A gauche le bleu trypan n’a pas pénétré dans les 
cellules du lot 1 ce qui démontre leur viabilité tandis que, à droite, les cellules du lot 2 apparaissent bleu 
démontrant ainsi leur mort. 
 
Ont été préparées des cellules vivantes et mortes avec la même concentration (a été utilisé 
une très forte concentration cellulaire amenant à la confluence des cellules dans la zone active 
du dispositif), et suivant le protocole déjà établi. Les contrastes sont extraits par rapport au 
même milieu de référence : le RPMI+10%SVF et sont présentés à la figure II.34. 



















































Figure II.34. Les contrastes de capacité et conductance de cellules vivante et mortes vérifiés par la technique de 
marquage au bleu trypan. 
 
Les cellules mortes présentent des contrastes plus faibles que les vivantes : de 6fF sur ΔC à 
5GHz et de 1 mS sur ΔG à 40GHz. Ces différences ne peuvent pas s’expliquer par une 
différence de concentration et sont donc la conséquence de la différence d’état des cellules : 
vivantes/mortes. Ce résultat est logique, car les membranes des cellules mortes devenant 
perméables au milieu de suspension (comme le démontre l’entrée du bleu trypan), le 
RPMI+10%SVF pénètre donc dans la cellule : le contraste cellules/ RPMI+10%SVF 
s’affaiblit donc. 
 
6. Conclusions et perspectives 
Dans ce chapitre, nous avons présenté une technique innovante de spectroscopie 
hyperfréquence d’échantillons biologiques. Innovante car :  
 large bande. Nous opérons de 40MHz à 40GHz, mais rien n’interdit d’explorer des 
gammes de fréquence allant de quelques dizaines de kHz à quelques centaines de GHz 

















































 opérant en milieu liquide et de façon non-invasive, sans préparation lourde au préalable 
ni marquage. Ceci permet d’opérer en milieu de culture (certaines techniques requièrent 
des milieux d’analyse spécifiques) et l’on peut envisager de réutiliser les cellules après 
analyse (des travaux dans l’équipe ont montré qu’après tests électriques, sous certaines 
conditions, une reprise de prolifération est possible 26), 
 opérant en faible volume : dans la gamme du nanolitre. Ceci assure la compatibilité 
avec le concept de lab-on-a-chip dans lequel la microfluidique permet un traitement 
précis et massif des échantillons biologiques et sans consommer trop de réactifs 
(analyse du sang à partir d’une microgoutte par exemple).  
Les résultats ont montré que de très faibles traces d’éthanol et de SVF sont détectables et 
quantifiables grâce à nos dispositifs et qu’il est de plus possible de suivre une prolifération 
cellulaire dans son milieu de culture. Nous avons de plus démontré que l’on pouvait 
discriminer des états pathologiques cellulaires différents (différents et très tranchés : 
vivant/mort). 
Des travaux conséquents doivent être menés afin (1) de tirer profit de la richesse des 
signatures obtenues, (2) d’explorer les capacités d’indentification de milieux complexes (à 3 
composants par exemple ou suspensions hétérogènes de cellules vivantes et mortes) et enfin 
(3) d’évaluer la capacité discriminatoire d’états pathologiques cellulaires différents (et moins 
tranchés que vivant/mort). 
Dans le cadre de nos travaux de thèse, nous nous sommes focalisés sur l’exploration de la 
possibilité (évoquée plus haut) de spectrographie dans le domaine HF d'une cellule unique :  
 le chapitre suivant (chapitre III) présente le dispositif associé à la spectrographie HF 
d’une cellule unique. 
 le chapitre IV présente les développements technologiques permettant d’augmenter 
encore la précision de mesure. 
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Chapitre III   
Spectroscopie diélectrique 










































































1. Introduction  
Dans le chapitre précédent, nous avons présenté notre biocapteur à base de capacité 
interdigitée et démontré ses capacités pour la caractérisation, dans le domaine micro-onde, de 
substances chimiques (composés binaires eau-éthanol) et biochimiques (à base de sérum de 
veau fœtal par exemple). Nous avons de plus montré que les paramètres électriques de sortie 
de cette technique, les spectres dans le domaine hyperfréquence (40MHz-40GHz) des 
contrastes capacitifs et conductifs, permettaient la quantification et même l’identification de 
population de cellules cancéreuses vivantes et mortes dans leur milieu de culture. Les 
potentialités sont riches dans les domaines de la biologie en général ainsi qu’en cancérologie 
pour lesquelles discriminer l’état pathologique des cellules de manière simple (sans aucune 
préparation préalable), en temps réel et de manière non-invasive est une réelle rupture par 
rapport à l’existant, permettant d’envisager de nouvelles méthodologies d’analyses 
biologiques complémentaires aux moyens traditionnels. 
En revanche, dans le cas du composant proposé au chapitre II, l’analyse porte sur une 
population de cellules dans laquelle chaque cellule (pourtant du même type) a sa propre 
caractéristique biologique et peut se différencier qualitativement de l’ensemble. Ces 
différences individuelles entre cellules sont décrites dans la littérature comme l'individualité 
cellulaire : dans une population de cellules, ou même au sein d'un organisme multicellulaire, 
chaque cellule suit une vie unique, et pas une seule cellule n’est complètement identique à une 
autre [1]. Ainsi, pour certaine étude, il peut être indispensable d’avoir la vision 
moyenne/collective d’une population (par exemple si l’on a des cellules non-synchrones dans 
le cycle de division cellulaire et que l’on veut avoir la vision globale de l’effet d’une drogue), 
par contre d’autres familles d’études requièrent d’étudier les réponses de quelques cellules 
seulement, voir même d’une cellule unique. En conséquence, nous avons développé un autre 
biocapteur spécifique à l’analyse et l’étude d’une cellule unique, et utilisant la même 
technique mentionnée au chapitre précédent. La partie fluidique, décrite dans le prochaine 
paragraphe, aura pour rôle non seulement l’acheminement des cellules dans la zone d’analyse, 
mais aussi la capture d’une cellule et sa localisation précise dans la zone d’étude tandis que la 
partie de détection hyperfréquence (troisième partie de ce chapitre) devra restreindre 




































La dernière partie du chapitre présente la partie expérimentale basée sur les composants 
proposés. 
2. Dispositif de piégeage de cellule unique 
2.1 Manipulation des cellules 
Notre objectif, rappelons-le, est d’obtenir le piégeage d’une seule cellule dans une zone 
d’analyse définie, la cellule doit rester dans son milieu de culture et sera analysée par la 
technique hyperfréquence. Evidemment, une étape cruciale du développement du capteur est 
la réalisation du blocage d’une seule cellule, qui de plus, devra être compatible avec la 
méthode de mesure. Nous allons présenter plusieurs méthodes existantes pour manipuler 
individuellement des cellules.  
2.1.1 Micromanipulation optique  
C’est Johannes Kepler (1571-1630) qui remarqua les premiers effets de la lumière sur des 
particules. Il observa en fait le phénomène de pression radiative, conséquence du 
bombardement des photons sur un objet. C’est cette force de radiation que les ingénieurs 
essayent aujourd’hui d’utiliser, pour propulser les sondes dans l’espace à l’aide de voile 
solaire. Sur terre, employer cette force s’annonce bien difficile aux vues des forces de 
frottement, de gravité, etc. D’autant plus qu’il faut disposer d’une source de photons 
considérable. Tous ces problèmes peuvent être contournés grâce aux fortes puissances des 
LASER (Light Amplification by Stimulated Emission of Radiation). De plus, en se mettant à 
l’échelle microscopique, les surfaces considérées sont faibles et la pression radiative 
résultante est importante (ceci sous-entend la focalisation de la puissance sur ces petites 
surfaces). Des sources lumineuses extrêmement collimatées sont donc nécessaires afin 
d’exercer une pression de rayonnement ciblée suffisante pour manipuler des particules 
micrométriques ou sub-micrométriques, comme les cellules microbiennes par exemple [2-3]. 
En conséquence, les forces optiques peuvent être utilisées pour déplacer, déformer ou piéger 
des cellules à l’échelle individuelle. C’est ce que l’on appelle une pince optique. Umehara et 
al. [4] ont employé des pinces optiques pour isoler et positionner des bactéries dans une 
microchambre (voir la figure III.1). 






































Figure III.1. Les bactéries sont positionnées dans des microchambres fabriquées sur une lame de verre par la 
pince optique [4]. 
 
Néanmoins, cette technique nécessite un équipement complexe, encombrant et couteux, 
limitant pour l’instant leur utilisation aux laboratoires de recherche. 
2.1.2 Micromanipulation mécanique 
L’application principale de la manipulation mécanique de cellule sur puce est la séparation 
de cellules cibles dans des structures microfluidiques afin de les cultiver et tester [5]. Ceci 
peut être réalisé par des constrictions : microfiltres, micropuits, "microgrippers", ou par 
l’ingénierie de la surface intérieure de micro-canaux avec des revêtements réactifs d’anticorps 
ou d’enzymes [6-15]. Kohl et al [16] ont développé une pince mécanique dont le mécanisme 
repose sur deux actionneurs permettant de commander l’ouverture et la fermeture de la pince 
(figure III.2). Les deux actionneurs sont à base d’alliage à mémoire de forme. À partir d’un 





































Figure III.2. Schéma de la pince de Kohl en modes ouvert et fermé (à gauche). Image au microscope 
électronique de la pince de Kohl (à droite) [16]. 
 
Néanmoins, la complexité des dispositifs mécaniques rend leur intégration difficile dans 
notre capteur. 
2.1.3 Manipulation électrique 
Le phénomène de la diélectrophorèse (DEP) trouve son origine dans les propriétés 
diélectriques des matériaux qui se polarisent sous champ électrique [17]. Si le champ 
électrique appliqué est spatialement non-uniforme à l’échelle d’une particule diélectrique (une 
cellule dans notre cas), celle-ci va subir des forces qui vont l’entrainer soit du côté de la zone 
où le champ électrique est plus intense (diélectrophorèse positive) soit du côté où le champ est 
plus faible (diélectrophorèse négative). On trouve aujourd'hui de nombreuses applications, 
parmi lesquelles le piégeage de particule, le tri cellulaire, l'électrofusion, la caractérisation 
diélectrique de matériaux et de cellules, etc. Voldman et al. [18] ont développé un cytomètre 
microfluidique dans lequel la force DEP a été utilisée pour confiner des cellules et les 
maintenir contre la perturbation des flux de fluide. Le réseau cellulaire est composé 
d’électrodes extrudées à géométrie asymétrique quadripolaire et électriquement adressable 
(Figure III.3 (B) (C)). Il s'agit d'une technique compliquée à mettre en place, mais très efficace, 
permettant de former un champ intense pour piéger une seule cellule en son centre. Il est 
également possible de libérer la cellule préalablement piégée en commutant la tension de 
l'électrode de commande de + V à -V (Figure III.3 (A)). 






































Figure III.3 Réseau de pièges de cellules composés de quadripolaires extrudés asymétriques et adressables 
électriquement [18]. 
 
Néanmoins la plupart des démonstrations de piégeage diélectrophorétique de cellules sont 
basés sur l’exploitation de forces DEP négatives [19-21]: la cellule est capturée dans une zone 
de faible champ électrique. Afin d’obtenir ce mode diélectrophorétique, il est indispensable de 
modifier le milieu de suspension des cellules et d’opter pour un milieu présentant une 
permittivité et/ou conductivité plus faibles que celles des cellules [22]. Ceci exclut donc le 
milieu de culture des cellules, trop riche en ions et donc présentant une forte conductivité. Est 
classiquement utilisé un milieu aqueux de sucrose avec lequel la survie des cellules n’est pas 
aussi bien assurée qu’avec le milieu de culture. Certaines démonstrations sont néanmoins 
faites à l’aide d’une DEP positive [23-24], avec donc une possibilité d’utilisation de milieu de 
culture. Ces systèmes sont malheureusement complexes et difficilement co-intégrables avec 
nos biocapteurs HF. 
Afin de ne pas rendre notre technique (intrinsèquement non-invasive) invasive par un 
choix inapproprié du moyen de piégeage, nous nous sommes orientés vers une manipulation 
hydrodynamique (voir ci-dessous) plus simple et non-invasive. 
2.1.4 Manipulation hydrodynamique 
Afin de conserver un milieu hôte de culture de cellules, d’autres études plus récentes se 
sont focalisées sur l’utilisation du flux pour piéger les cellules. Un exemple de la 




































série de pièges pour capturer les cellules à l’aide de la force hydrodynamique [25]. La figure 
III.4 présente le schéma de principe et la photographie de ce dispositif. 
 
Figure III.4 Exemple de capture de cellules à l’aide de la force hydrodynamique [25]. 
 
Le principe consiste à bloquer une cellule en la « coinçant » grâce à la force 
hydrodynamique tout en laissant passer les autres cellules par une autre voie. Cette technique 
a l’avantage d’être rapide et fortement parallélisable [25]. C’est une technique de piégeage 
d’une cellule particulièrement adaptée à notre cas de part sa comptabilité d’intégration avec 
notre capteur HF et sa capacité de piéger des cellules uniques. Le prochain paragraphe détaille 
le dimensionnement que nous avons réalisé d’un tel piégeage.   
2.2 Piégeage hydrodynamique d’une cellule unique 
2.2.1 Conception du dispositif de piégeage 
Notre dispositif de piégeage d’une cellule unique par la force hydrodynamique est inspiré 
de celui développé par de Dino Di Carlo [26]. Il est constitué d’un pilier solide, localisé au 
centre du micro canal, et comportant une face concave (ou les 2 faces opposées) transversale 
au sens de l'écoulement du fluide. La forme de cette (ces) face(s) est conçue pour s’adapter à 
celle de l’objet à recevoir, donc à bloquer (forme sphérique dans notre cas pour le piégeage 





































des cellules de lymphome B de diamètre 10µm environ). Une vue schématique 3D du 
dispositif est présentée en figure III.5. 
Figure 
III.5. Une vue schématique 3D du dispositif de piégeage. 
 
Entre le substrat et le fond du piège, un gap d’air permet le passage d’une fraction de fluide. 
Les microsphères (les cellules) en suspension dans un fluide hôte (milieu de culture), sont 
injectées dans le micro-canal. Un écoulement laminaire du liquide (cellules comprises) est 
généré par un système seringue/pousse seringue externe. Grâce à la fraction de fluide passant 
sous le piège, des lignes de courant fluidique conduisent une sphère vers le piège. Une fois la 
sphère piégée dans la forme concave, elle obstrue le gap sous le piège, ce qui limite les lignes 
de courant vers le piège : les autres cellules en suspension sont déviées de part et d’autre, 





































Figure III.6. Le schématique du principe du mécanisme du piège hydrodynamique. 
 
Pour vérifier la fonction de piège, nous avons étudié les lignes de courant (= vélocité) du 
fluide. Les simulations ont été effectuées avec le logiciel COMSOL Multiphysics 4. Le 
micro-canal considéré présente une hauteur de 40µm, une largeur de 150µm, la hauteur du 
bloqueur est fixée à 37µm laissant un gap d’air de 3µm. Le matériau de liquide utilisé pour les 
simulations aura les propriétés de l’eau (densité et viscosité) et le débit de fluide est fixé à 0.5 
mm/s. L'ensemble du dispositif maillé par COMSOL (à l’exception du piège) est présenté à la 
figure III.7. 






































Figure III.7. Maillage du dispositif de piégeage hydrostatique par COMSOL. 
 
Les résultats de simulation sont présentés à la figure III.8, qui montre l’intensité du champ 
de vitesse du fluide (figure III.8 (A)) et les lignes de courant du fluide. Il apparaît clairement 
que la vitesse du fluide dans le gap de 3µm sous le bloqueur, est beaucoup plus faible que 
celle de part et d’autre. Cependant, il y a toujours une (petite) fraction du fluide passant dans 
le gap : la figure III.8 (B) montre en effet qu’une ligne de courant suit ce chemin et permet 





































Figure III.8. (A) Intensité du champ de vitesse du fluide. (B) Les lignes de courant hydrodynamiques : une flèche 
indique qu’une ligne de courant passe sous le gap du bloqueur.  
 
Ces simulations ont été reprises avec une sphère piégée par le bloqueur et les résultats sont 
présentés sur la figure III.9. Nous pouvons observer qu’il n’existe plus de ligne de courant 
passant sous le gap. Ainsi les autres microparticules présentes dans le milieu vont contourner 
l’obstacle médian et sortir du micro-canal. 






































Figure III.9. Lignes de courant hydrodynamiques lorsqu’une microsphère est déjà piégée: il n’y a plus de ligne 
de courant passant sous le gap du bloqueur.   
 
Les intensités de la vélocité du fluide suivant un axe y passant sous le gap du bloqueur 
dans les cas ou une bille est ou non piégée sont présentées à la figure III.10:   
 La courbe à gauche, sans microsphère piégée, montre que la vitesse du fluide sous le 
gap représente 10% de celle du flux maximum. 
 La courbe de droite, lorsqu’une microsphère est piégée, montre que la vitesse du fluide 
sous le gap diminue de moitié par rapport à la situation sans particule piégée. La vitesse 
ne s’annule donc pas car le forme sphérique indéformable considérée lors des 
simulations n’obstrue pas à 100% le gap. 
En pratique, on peut s’attendre à ce que les cellules épousent mieux les formes du bloqueur 
par pression hydrostatique et obstruent ainsi mieux le gap. Conjugué au fait que le bloqueur 
n’est conçu que pour accueillir une seule particule, nos prédictions nous permettent 





































Figure III.10. Les vélocités de fluide dans l’écart sans microsphère et avec une microsphère.  
 
2.3 La fabrication des composants  
Nous allons, dans ce paragraphe, décrire les différences de réalisation technologique par 
rapport aux descriptions faites au chapitre II.  
Le procédé de fabrication du moule de PDMS a été modifié afin de réaliser le micro-canal 
muni du bloqueur en son centre et dont la hauteur doit être telle qu’après assemblage, un gap 
d’air existe entre le bas du bloqueur et le substrat recevant le PDMS. Le procédé est décrit à la 
figure III.11. Une première gravure du moule (D) est effectuée après la photolithographie 
associée au micro-canal (A => C). L'épaisseur gravée correspond à celle du gap d'air souhaité, 
soit de l'ordre de 3 m maximum. Puis une deuxième photolithographie (E => G), suivie d’une 
seconde gravure DRIE (H) est mise en œuvre. La profondeur de cette seconde gravure est de 
moulage/démoulage du PDMS (I => J) d'assurer que l'épaisseur du bloqueur soit 3 µm 
inférieure à celle des murs du micro-canal. 






































Figure III.11. Etapes de fabrication du micro-canal avec bloqueur en PDMS. 
 
Les images MEB du micro-canal, muni en son centre du bloqueur, sont présentés à la 
figure III.12. 
 





































Le micro-canal en PDMS est ensuite nettoyé dans un bain d’isopropanol additionné 
d’ultrasons, traité par plasma O2 puis assemblé avec le substrat comportant les circuits HF 
dont nous allons décrire la conception dans le paragraphe suivant. 
3. Conception de circuits HF compatible l'analyse d'une cellule 
unique 
Partant de la structure HF à base d'une capacité interdigitée présentée au chapitre précédent, 
nous avons cherché à miniaturiser la zone de détection capacitive. Nous avons conservé la 
même configuration : des lignes de transmission coplanaires véhiculent les signaux HF des 
deux pointes coplanaires HF vers la capacité, dont la zone de détection est réduite pour être 
compatible avec la taille d’une cellule unique (10µm de diamètre pour une cellule de 
lymphome B). Une structure simple avec un conducteur central progressivement rétréci 
(« taper » en anglais) a été choisie. La figure III.13 présente la structure retenue. 
 
Figure III.13.Structure HF pour analyser une cellule unique. 
 
Le microcanal est ensuite assemblé au substrat comportant ce circuit HF avec le circuit, le 
piège devant être localisé correctement afin que la particule piégée soit située au dessus de la 
capacité de détection. La figure III.14 présente une vue 3D du dispositif final. 






































Figure III.14.Vue 3D du dispositif d’analyse HF d’une cellule unique.  
3.1 Simulations électromagnétiques 
Des simulations électromagnetiques ont été effectuées par le logiciel HFSS, déjà utilisé 
pour la prédiction des performances des CID du chapitre II.  
Notre objectif est de visualiser la distribution des champs électromagnétiques (et donc de 
voir l’interaction ondes-fluide) ainsi que de prédire les paramètres S de la structure lorsque le 
canal est rempli d’air, d’eau DI, et d’eau DI avec une bille en polystrène piégée. 
La figure III.15 nous présente le modèle 3D de la structure dessinée sur HFSS. Les 
paramètres du modèle diélectrique de Debye de l’eau ont été définis à partir de mesures faites 






































Figure III.15. Modèle 3D du dispositif dessiné sur HFSS.  
 
La figure III.16 présente des simulations effectuées lorsque le micro-canal est rempli d’eau 
DI. Le champ électrique est fortement concentré dans les gaps coplanaires ainsi que dans le 
gap de la capacité de détection avec une extension au-dessus du substrat d’environ 20µm. Ces 
simulations démontrent que l’interaction microsphère-champ électromagnétique est optimale 
tant que le diamètre de la particule à analyser reste inférieur à 20 µm (ce qui est le cas avec 
nos cellules de lymphomes RL). 
 




































Figure III.16.Intensité du champ électromagnétique du biocapteur HF de cellule unique. 
 
Nous avons de plus simulé l’impact du décentrage de la position de microbille vis-à-vis du 
centre de la zone de détection, qui n’est autre que le centre la capacité formée par les 2 
conducteurs rétrécis. Nous avons simulé des billes localisées sur des cercles concentriques de 
rayons de 5,7µm, 11,3µm, 14,1µm et 28,2µm, comme présenté à la figure III.17 (A).  
La figure III.17 (B), montre que les contrastes ΔC et ΔG diminuent, ce qui est normal 
puisque l’on écarte la bille, cause du contraste, de la zone de détection. Par exemple, un 
décalage de 14.1 µm de la bille (position D) conduit à une diminution de moitié de ΔC et ΔG 
par rapport à une bille parfaitement centrée (position A). 
 
 
Figure III.17. (A) Différents positions de bille simulées (B) les contrastes ΔC et ΔG simulés en fonction de la 





































Nous avons de plus prédit un positionnement vertical non-parfait (positionnement bas) de 
la bille. Différentes positions verticales de bille au-dessus de la zone de détection ont été 
simulées conformément à la figure III.18 (A). La position A correspond au cas idéal car il y a 
interaction bille/champ électromagnétique maximale. Nous avons décalé successivement la 
bille de 5µm en 5µm au-dessus du substrat et les résultats des simulations ont été regroupés 









































Figure III.18. (A) Différents positions de bille simulées (B) les contrastes  ΔC et ΔG simulés en fonction de la 
fréquence pour les différentes positions de bille. 
 
Les résultats nous démontrent que les contrastes ΔC et ΔG diminuent drastiquement si la 
microbille piégée n’est pas « plaquée » sur la zone de détection. Par exemple, pour la position 
B, pour laquelle la distance entre le centre de la microbille et le substrat vaut 5 µm, le 
contraste capacitif (ΔC) à 5GHz est divisé sur 6 par rapport à la situation idéale A. De plus, si 
la bille s’écarte encore plus du substrat, les contrastes ΔC et ΔG deviennent négligeables. Ces 
résultats expliquent la nécessité du gap entre le bloqueur et le substrat dont résulte la force 
hydrodynamique qui plaque la bille (ou cellule) sur la zone de détection. 
De plus, cet inconvénient lié à la grande sensibilité de la position verticale de la particule 
sur les contrastes électriques se traduit en avantage. Dans le cas où plusieurs particules se 
positionnent les unes sur les autres dans le bloqueur : seule sera analysée la particule proche 
de la zone de détection, les autres étant trop loin pour provoquer  une influence sur les ΔC et 
ΔG. 
3.2 Fabrication finale des dispositifs.  
La figure III.19 présente les images du masque et des électrodes en or réalisés. L’épaisseur 
de métallisation vaut 300nm et la largueur du gap capacitif de la capacité de détection est 
de10µm. Notons que cette largeur a été corrigée de 0,5 µm sur le masque pour tenir compte 
du comportement de la résine lors de l’élaboration des électrodes. 
 




































La figure III.20 nous présente une image du biocapteur HF de cellule unique après assemblage du 
micro-canal en PDMS et du circuit de détection HF. 
 
Figure III.20. Image au microscope 3D du biocapteur HF de cellule unique.  
 
4. Expérimentations 
4.1 Validation avec des microbilles polystyrènes 
Nous avons tout d’abord validé les performances de notre capteur, en le mesurant, chargé 
d’eau DI. Après nous avons extrait la capacité et la conductance (en fonction de la fréquence 
de 40MHz à 40GHz), que nous avons comparées avec les simulations faites avec HFSS. La 
figure III.21 nous montre un bon accord entre les mesures et les simulations et valide la 
fabrication et le bon fonctionnement du biocapteur, ainsi que les simulations prédictives 
effectuées. 






































Figure III.21. Capacité et conductance mesurées et simulées du biocapteur chargé d’eau DI. 
 
Après cette validation « HF » de notre dispositif, nous avons évalué ses capacités de 
piégeage de particule unique. Avant les manipulations avec des cellules humaines, nous avons 
opté pour l’emploi de microbilles de polystyrène simulant le comportement (mécanique mais 
non électrique) des cellules dans le milieu. Les microsphères (Polyscience Inc, cf. figure 
III.22.) ont un diamètre de 10µm (comme les cellules de lymphome B RL), et sont en 









































Les microbilles ont été suspendues dans de l’eau DI avec différentes concentrations (nous 
avons utilisé le même protocole mentionné au chapitre précédent) : 0.1 million/ml, 
1million/ml et 10 millions/ml. Pour chaque concentration nous avons testé différentes vitesses 
de fluide : 0,5 mm/s ,5mm/s et 20mm/s. Nous avons trouvé que si la concentration ou la 
vitesse du fluide sont trop faibles, il est difficile de piéger une microbille. Cependant, si la 
concentration ou la vitesse sont trop élevées, plusieurs billes sont piégées. Le tableau III.1 
présente les résultats des tests effectués. 
 
TABLEAUIII.1 




































Forts de ces tests, nous avons choisi d’utiliser des concentrations de particules de 1 million 
de particules/ml et une vitesse de flux pour le piégeage de 5mm/s.  
La seconde partie de la validation de nos composants à l’aide de microsphère de 
polystyrène doit répondre à la question : est-il possible de caractériser électriquement une 
microsphère unique ? Pour répondre à cette question, nous avons répliqué le protocole 
d’extraction de ΔC et ΔG (contrastes capacitif et conductif avec et sans microsphère) 
mentionné au chapitre précédent. Nous avons pour cela mesuré les paramètres S (40MHz à 
40GHz) du composant avant et après piégeage d’une bille suspendue dans de l’eau DI. La 
figure III.23 montre les images du dispositif avant et après le piégeage d’une microbille de 
polystyrène. 







































Figure III.22. Images du dispositif avant et après le piège d’une microbille de polystyrène. 
 
Les extractions de ΔC et ΔG à partir des mesures sont comparées avec celles issues des 
simulations sur HFSS. Malgré l’optimisation de la concentration de billes et de la vitesse de 
flux pour ne piéger qu’une microsphère,  il est parfois arrivé d’en piéger deux (le PDMS 
étant élastique donc déformable : deux billes peuvent se « serrer » dans le piège), comme le 
montre la figure III.23. Nous avons donc, non-seulement simulé le cas du piégeage avec une 
seule microbille, mais aussi celui avec deux microbilles capturées (la position des billes lors 
de cette simulation a été calquée sur celle de la figure III.23 qui correspond à la mesure 
associée). Les résultats de ces simulations et leur confortation avec les mesures sont illustrés à 





































Figure III.23. Les images de piège avec 2 microbilles. 
 
La figure III.24 illustre une bonne concordance simulations/mesures à l’exception des 
courbes de contraste de conductance qui « décrochent » au-delà de 10-20GHz selon les cas, 
sans toutefois indiquer que les modèles ou les mesures ne sont pas valident. Par contre 
l’adéquation mesures/simulations sur ΔC est saisissante. Pour une bille piégée, le ΔC mesuré 
vaut 1,2 fF à 5GHz à comparer avec les 1,4 fF issus des simulations. Pour 2 billes piégés, les 
ΔC à 5GHz sont identiques et valent : 2,1fF. Rappelons que, pour ce dernier cas, le 
positionnement des billes a été calqué sur celui des mesures d’où la correspondance 
simulations/mesures. Dans le cas d’une bille unique, les simulations ont été faites avec une 
bille localisée parfaitement au centre du dispositif, alors que dans la réalité le piège n’est pas 
exactement localisé au centre de la zone de détection à cause de la précision d’alignement 
manuel lors de l’assemblage « PMDS sur wafer de quartz » comme le montre la figure III.25 
(dans ce cas le décalage est d’environ 8µm vers le haut et 8µm vers la gauche). Ceci peut 
expliquer la différence de contraste simulations/mesures pour la bille unique comme 
l’indiquent les simulations présentées dans le paragraphe 2 de ce chapitre. 









































Figure III.25. Images d’un cas où une bille unique est piégée, mais le décalage piège/ zone de détection se traduit 
in fine par un décalage bille/ zone de détection. 
 
Des essais de répétitivité avec plusieurs composants ont enfin été effectués. La figure 
III.26 regroupe les résultats de mesures obtenus (noirs, gris foncé et gris clair). Les 
différences observées proviennent du décentrage non-reproductif bille / zone de détection 




































quartz ». Cette origine est confirmée si l’on compare les résultats expérimentaux avec les 
simulations présentées au paragraphe 3 de ce chapitre et rendant compte de ce décentrage.  
Après analyse, nous avons estimé un décalage d’environ 6µm, 10µm, et 12µm pour les 3 
mesures effectuées. Ces décalages ont été de plus corroborés par l’analyse des photographies 
prises lors des mesures. 
 
Figure III.26. Contrastes capacitifs ΔC de 3 dispositifs différents et simulations prédisant l’effet d’un bille / zone 
de détection. 
 
4.2 Lien contrastes capacitif/conductif et contraste diélectrique 
Ce paragraphe va décrire comment, à partir des contrastes ΔC et ΔG, nous pouvons 
extraire les contrastes de permittivité (complexes) entre la particule piégée (billes ou cellules) 
et son milieu environnant. Le schéma du dispositif sans (gauche) et avec (droite) particule 
piégée est présenté à la figure III.27. 






































Figure III.27. Schéma du dispositif sans (gauche) et avec (droite) particule piégée.  
 
Lorsque le capteur est chargé avec le milieu hôte (=médium) seul (sans cellule), la capacité 
et conductance du capteur sont : 
           
                 
 
          Equation 3.1 
                   
         
 
             Equation 3.2 
Ici, le KGeom est un coefficient qui ne dépend que de la distribution des champs 
électromagnétiques du capteur. Nous avons de plus simplifié l’équation 3.2 en négligeant  
ε         devant ε        . 
Lorsqu’ une particule (=part.) est piégée dans le dispositif, nous avons :  
                                                                       
Equation 3.3 
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             ]    
Equation 3.4 
Le coefficient A correspond à la proportion des lignes de champs électrique dans la 
particule, et donc (1-A) correspond à la proportion des lignes dans la medium. En 
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                     Equation 3.5 
                            (                  )            
        Equation 3.6 
Les deux relations III. 5 et III. 6 démontrent que : 
 ΔC est fonction du contraste de partie réelle de la permittivité relative entre la cellule et 
son milieu hôte, 
 ΔG est fonction du contraste de partie imaginaire de la permittivité relative entre la 
cellule et son milieu hôte. 
A 5GHz, le contraste    vaut -1,2fF, tandis que la partie réelle de la permittivité du 
medium est égale à        =79,1 (valeur issue de [27]). Sachant que la permittivité relative 
de la bille de polystyrène vaut        =2,6, nous pouvons calculer d'après l’Equation III. 5 le 
coefficient de proportionnalité:         1,77*10
-6 
m. Connaissant ce paramètre, la valeur 
de   =-9,89*10-6 S à 5GHz et négligeant les pertes du polystyrène, nous pouvons estimer 
d'après l’Equation III. 6 que          vaut 20,1, ce qui est 5% inférieur à la valeur (=21,21) 
issue de [27]. Ceci montre qu'il est possible d'établir un lien entre les contrastes    et    et 
les valeurs de permittivité des matériaux mis en jeu.  
Cette partie a ainsi démontré les capacités de piégeage et de mesures HF du dispositif 
proposé sur microbilles de polystyrène. Nous avons de plus une bonne adéquation 
mesures/simulations, ce qui valide notre approche prédictive par simulation 
électromagnétique et donc la compréhension de la physique de notre dispositif. Cette partie 
indique enfin qu’une faiblesse réside dans l’assemblage manuel rendant non-nul et 
non-reproductible l’alignement bille/zone de détection. Nous avons donc (1) pris un soin 
particulier d’assemblage (rejetant les structures non-satisfaisantes) pour les mesures 
effectuées sur cellules vivantes et présentées ci-après et (2) pris comme action de résoudre ce 
problème, ce qui fait l’objet du chapitre IV. 





































4.3 Spectroscopie hyperfréquence d’une cellule de type Lymphome B  
Comme présentés au chapitre précédent, nos objectifs sont (1) la spectroscopie 
hyperfréquence de paramètres électriques (ici ΔC et ΔG) de cellules vivantes dans leur milieu 
de culture ainsi que (2) la discrimination d’état biologique par ces paramètres électriques. Une 
première partie démontre que la métrologie que nous avons développée (le dispositif et le 
traitement des résultats associés) permet la spectroscopie de 40MHz à 40GHz d’une cellule 
unique vivante et dans son milieu de culture. Une seconde partie démontre qu’il est possible 
de discriminer une cellule vivante d’une cellule morte (mort par lyse) ouvrant ainsi la voie à 
une discrimination d’état cellulaire en temps réel et de manière non-invasive. 
4.3.1 Piégeage et caractérisation d’une cellule de type Lymphome B 
Les cellules de type lymphome B vivantes sont suspendues dans du milieu de culture 
(RPMI+10%SVF) avec une concentration de 1 million de cellules /ml. Nous injectons puis 
mesurons les paramètres S du dispositif : 
 le milieu de culture seul, 
 la suspension de cellules avec une vitesse de flux de 5mm/s (piégeage optimal) jusqu’à 
obtenir le piégeage d’une cellule.  
Un post-traitement des mesures permet l’extraction de la capacité C et la conductance G en 
fonction de la fréquence (même protocole d’extraction que celui de chapitre II). La figure 
III.28 (A) présente une image d’une cellule piégée au centre du capteur. La partie gauche de 
la figure III.28 (B) présente les paramètres C et G de milieu culture seul et de cellule unique 
dans le milieu de culture. La partie droite de la figure III.28 (B) présente les contrastes 
« cellule unique dans le milieu de culture » - « milieu culture seul » sur C et G : ΔC et ΔG 
respectivement. 
Les contrastes obtenus sont nets et indiquent que notre dispositif permet la spectroscopie 
hyperfréquence d’une cellule unique, vivante, dans son milieu de culture. Un contraste 
capacitif ΔC maximal atteint autour de 5GHz et vaut : 0,56 fF, tandis que ΔG est maximum à 






































Figure III.28. (A) Image vue par un microscope inversé d'une cellule bloquée dans le biocapteur HF et (B) 
résultat associés pour une cellule vivante piégée. 
 
 
4.3.2 Lien contrastes capacitif et conductif et contraste diélectrique 
Reprenant les calculs effectués dans le cas de suspension de billes de polystyrène, nous 
allons dans ce paragraphe estimé les propriétés diélectriques d'une cellule de lymphome B à 5 
GHz. La technique [27] nous permet de connaître la permittivité complexe du milieu de 
culture (RPMI+10%SVF) à 5 GHz : εmedium = 77,15 + j 25,95. Supposant que la géométrie 
d'une cellule est une sphère parfaite de 10 μm de diamètre, le facteur         vaut 







































m, nous pouvons en déduire que la permittivité expérimentale d'une cellule 
vaut en moyenne εcellule = 39 + j 13.   
Dans cette partie, nous avons montré que nous obtenons des spectres HF nets d’une cellule 
unique : un contraste capacitif de 0.56fF à 5GHz est obtenu, bien plus grand que notre 
résolution de mesure estimée à 0,01 fF. Fort de cette dynamique (voisine de 50), nous 
pouvons inférer que notre technique est capable de discriminer des variations biologiques 
dans une cellule. 
 
4.3.3 Discrimination par spectroscopie hyperfréquence de cellules vivante et morte 
Nous avons reproduit les expériences précédentes sur le même type cellulaire que 
précédemment, mais avec des cellules mortes. Afin de tuer les cellules, nous avons utilisé une 
substance toxique dite ‘Lyse’ (provenant d’un kit fourni avec le FACS et constitué 
essentiellement de méthanol) que l’on a dilué dans du milieu de culture pour éviter 
l’éclatement quasi immédiat des cellules. La figure III.29 présente les images de cellules sans 
lyse, avec 50% en volume de lyse et 2% de lyse. Avec de trop fortes concentrations de lyse, 
les cellules ont pour la plupart éclatées. Une incubation d’une minute dans une solution de 
milieu de culture avec 2% de lyse, permet (1) de ne pas faire éclater les cellules 
(indispensable pour notre analyse en cellule unique) et (2) de tuer les cellules, ce que nous 
avons vérifié par la technique du « bleu trypan » (les cellules mises dans une solution de bleu 





































Figure III.29. Les cellules lymphome B dans leur milieu de culture (RPMI+10%SVF) sans lyse, avec 50% puis 2% 
de lyse. 
 
Nous avons suivis le processus expérimental suivant :  
 sans cellule, mesure du milieu de culture (RPMI+10%SVF) 
 sans cellule, mesure du milieu toxique (RPMI+10%SVF+2%Lyse), puis rinçage avec 
du milieu de culture pur, 
 piégeage et mesure d’une cellule lymphome B vivantes suspendues dans leur milieu de 
culture 
 avec la cellule bloquée dans son piège, injection du milieu toxique et attente de 
quelques minutes puis mesures HF. 
Les contrastes ΔC et ΔG ont été extraits pour les 5 manipulations et sont présentés sur la 
figure III.30. Nous pouvons observer un écart significatif des contrastes entre cellule vivante  





































et cellule morte. Dans le cas des cellules mortes, la membrane de la cellule étant perméable, le 
contraste milieu intracellulaire / milieu extracellulaire est plus faible que pour le cas des 
cellules vivantes. Il est donc normal que les contrastes des cellules mortes soient plus faibles 
que celui des cellules vivantes : un écart de ΔC (ΔG) à 5GHz (40GHz) entre cellules vivantes 
et mortes 0,25 fF  (0,03mS) est atteint (on rappelle que notre résolution est voisine de 0,01fF 
(0,001mS)). 
 





































Nous avons de plus suivi en temps réel la mort d’une cellule Lymphome B.  Nous avons 
suivi le protocole suivant: (1) piégeage d’une cellule de lymphome B vivante suspendue dans 
son milieu de culture et mesure, (2) ajout du milieu toxique (RPMI+10%SVF+2% Lyse), (3) 
enregistrement des mesures toutes les 2 minutes. Pour chaque mesure, nous avons extrait les 
contrastes. La figure III.31 présente les résultats correspondants pour le contraste capacitif. 
Nous pouvons tout d'abord constater une différence de contraste lors du changement du 
medium. Ceci s'explique par les équations III.5 et III.6. Plus intéressant, nous observons une 
dérive du contraste au cours du temps, montrant ainsi l'aptitude de la technique au suivi 
longitudinal de réactions biochimiques. Nous retrouvons de plus la diminution du contraste 
capacitif lorsque l'on passe d'un état cellulaire vivant à un état de mort. 
 
 
Figure III.31. Spectre HF des contrastes capacitif de cellules lymphome B vivantes et les contrastes lorsque la 
cellule subit le milieu toxique. 
 





































5. Conclusions  
Dans ce chapitre, nous avons démontré qu’il est possible de faire de la spectroscopie 
diélectrique (1) d’une cellule unique (2) vivante et suspendue dans son milieu de culture. Ces 
deux points représentaient chacun de réels challenges :   
 capacité de sortir des paramètres électriques associés à un objet de taille 10 µm de ceux, 
parasites, associés d’un dispositif de taille millimétrique, 
 capacité d’opérer en milieu liquide « défavorable » pour une analyse électrique. 
« Défavorable » car chargé d’ions pouvant écranter les champs électromagnétiques, 
Nous avons de plus démontrée que la technologie développée et la technique de traitement 
des données expérimentales permettait la discrimination nette entre cellules vivantes et mortes. 
Ceci indiquant notre :  
 capacité de répéter des expériences sur du matériel biologique identique, les variations 
sur les paramètres électriques étant expliquées par les variabilités biologiques entre 
cellules, 
 capacité de discriminer entre des états biologiques différents, 
 capacité de suivre en temps réel le changement d’états biologiques (dans notre cas, à 
l’échelle de la minute, mais pouvant être optimisé pour descendre jusqu’à la 
microseconde ou augmenter sur plusieurs heures). 
Nous avons de plus pointé les limitations de la technologie décrite dans ce chapitre : le 
placement manuel et donc non-reproductible du canal en PDMS et donc du bloqueur sur les 
circuits HF amène une dispersion systématique pour un même composant et aléatoire d’un 
composant à l’autre. Combiné au désir de répondre à la question : « est-il possible de 
discriminer des états biologiques plus fin de vivant/mort ? », nous avons consacré la dernière 
partie de nos travaux de thèse au développement d’une technologie supprimant l’assemblage 
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Chapitre IV:  
Optimisation et amélioration 
du système de spectroscopie 




























































1. Introduction  
Dans le chapitre II et III, nous avons présenté nos travaux sur les biocapteurs pour la 
spectroscopie diélectrique hyperfréquences en milieu liquide de solutions aqueuses, de 
suspensions de cellules et jusqu’à la cellule unique. Dans ce dernier cas, le capteur focalise le 
champ électromagnétique sonde dans une cellule préalablement bloquée mécaniquement. Ces 
développements nous ont permis, pour la première fois à notre connaissance, d’effectuer la 
spectroscopie diélectrique d’une cellule unique vivante dans son milieu de culture. 
Néanmoins, plusieurs insuffisances subsistent et sont inhérentes aux faibles dimensions 
atteintes de l’objet à spectrographier (la dizaine de micromètres) : 
 la technologie des chapitres II et III implique un alignement manuel, donc fortement 
imparfait, du micro-canal en PDMS, et donc du piège « à cellule unique » et du circuit 
de détection HF. Les désalignements qui s’en suivent apportent donc des imprécisions 
de mesure et de la non-reproductibilité, 
 l’efficience de piégeage est faible : il nous faut plus de 12 µl de solution à 1 million de 
cellules par ml pour piéger une cellule. Notre objectif serait d’atteindre un volume 
consommé inférieur à 3µl qui correspond au volume d’une goutte élémentaire de 
solution injectée dans notre composant (faire moins serait pour l’instant inutile), 
 les paramètres de sortie, à savoir C et G, sont fonction de la taille de la cellule 
analysée. C’est un point capital car il est alors impossible d’imputer les contrastes 
observés entre 2 cellules à soit la taille, soit une différence d’état. 
En conséquence, nous avons développé une nouvelle filière technologique qui implique 
essentiellement des procédés de fabrication collectifs, et notamment l'élaboration des 
micro-canaux réalisés directement sur le substrat métallisé. Ceci donne accès à différents 
avantages. Tout d'abord, cela nous permet de nous affranchir des défauts d'alignement manuel 
des canaux fluidiques en PDMS et des possibles imperfections de collage et d'étanchéité des 
canaux sur les circuits micro-ondes. L'utilisation de technologies collectives nous permet 
aussi de diminuer les dimensions des canaux et ainsi d'accéder à des volumes d'analyse 
particulièrement petits, de l'ordre de grandeur de quelques nano litres, voir même jusqu'aux 
pico litres. Elle assure également une meilleure reproductibilité des composants réalisés et 


























































donne ainsi accès à une meilleure répétabilité des structures fabriquées. Enfin, cette nouvelle 
filière autorise plus de latitude du point de vue dimension et forme des pièges de cellules, ce 
qui laisse envisager une meilleure efficacité de blocage des cellules.   
Nous avons de plus exploré l’amélioration du circuit HF de détection permettant de rendre 
les contrastes observés les plus insensibles possibles aux diamètres des cellules analysées. 
Dans ce chapitre, nous présentons ces développements sur : 
(1) l’ingénierie du biocapteur HF vis à vis du diamètre de la particule analysée, cf. 
paragraphe 2,  
(2) le piégeage mécanique afin d’en augmenter son efficacité, cf. paragraphe 3,  
(3) la technologie d’intégration d’un réseau microfluidique en technologie SU8, cf. 
paragraphe 4. 
2. Optimisation du biocapteur de cellule unique  
Dans le chapitre précédent, nous avions utilisé comme biocapteur de cellule unique, un 
détecteur capacitif ayant un gap de largeur. Nous avons étudié principalement des objets de 
diamètre 10µm (microsphères de polystyrène) car cela correspond au diamètre moyen des 
cellules que nous analysons. Mais concrètement, par exemple dans un contexte cancer, les 
diamètres des cellules cancéreuses sont plus importants (3 à 5 microns) que ceux des cellules 
saines et d’une manière générale, ces diamètres sont dispersés (de 1 à 2 microns). Nous nous 
sommes donc interrogés sur la sensibilité de notre capteur au diamètre de la particule piégée. 
Des simulations avec une bille en polystyrène de diamètre variable ont été effectuées, et les 



























































Figure IV.1  Simulations des spectres de ΔC et ΔG d’une bille de polystyrène de diamètre allant de 10µm à 
20µm biocapteur ayant un gap de 10µm.  
 
 
Comme démontré à la figure IV.1, les contrastes ΔC et ΔG se prononcent avec 
l’augmentation de diamètre de microbille : ils deviennent plus importants quand une bille plus 
grande est piégée. Par exemple, à 5GHz, nous pouvons observer que le ΔC pour une bille de 
12µm vaut 1,7fF, tandis qu’il est de 1,2fF pour une bille 10µm. Ainsi lorsque le diamètre de 
la particule augmente de 2 µm, la variation relative de capacité atteint 38% ce qui correspond 
à un niveau de dispersion inacceptable. 
Afin de proposer un remède à ce problème, nous avons tout d’abord effectué des 
simulations électromagnétiques du champ électrique de sonde afin d’identifier clairement les 
origines de cette sensibilité au diamètre. La figure IV.2 présente l’intensité du champ 
électrique dans la zone d’analyse. La figure indique de plus les contours de différentes 
particules fictives de diamètre allant de 10 à 20 µm. Ainsi, nous voyons que lorsque le volume 
de la microparticule augmente, la proportion du champ électrique (noté ‘A’ dans les équations 
3.5 et 3.6) augmente. 
 
 


























































                                                    
            Equation 3.5 
                                                       ) 
Equation 3.6 
En conséquence, les ΔC et ΔG deviennent plus importants et l’on comprend alors bien les 
courbes de la figure IV.2.  
 
Figure IV.2  Distribution du champ électrique dans la zone d’analyse. Simulation faite avec une particule piégée, 
(milieu = eau DI). Indication des contours d’une sphère fictive de diamètre allant de 10µm à 20µm avec 
biocapteur ayant un gap de 10µm. 
 
Ainsi, le diamètre (en fait le volume, donc le diamètre au cube) d’une particule affecte 
(fortement si l’on considère le diamètre car il impact le résultat à la puissance 3) les résultats 
de notre spectroscopie diélectrique hyperfréquence. 
L’optimisation du biocapteur est faite en diminuant son gap à 5µm puis 1µm : l’objectif 


























































que soit son diamètre. Les simulations électromagnétiques ont été réalisées dans ces 2 
situations. La figure IV.3 présente les résultats de simulations pour lesquels les échelles des 
champs ont été ajustées pour toujours associer la même couleur au champ maximal de la 
structure. A la vue de ces résultats, il apparaît évident que la proportion du champ électrique 
en interaction avec une microsphère donnée augmente lorsque le gap du détecteur capacitif 
diminue. Consécutivement, lorsque le diamètre de la particule piégée augmente, la variation 
de la proportion champ électrique en interaction est plus faible et donc, les variations relatives 
de ΔC et ΔG sont moins marquées.  
 
Figure IV.3  Distribution du champ électrique dans la zone d’analyse. Simulation faite avec particule piégée, 
(milieu = eau DI). Indication des contours d’une sphère fictive de diamètre allant de 10µm à 20µm - biocapteur 
ayant un gap de 5µm (gauche) et de 1µm (droite). 
 
Cette conclusion qualitative est corroborée par les résultats quantitatifs des courbes de la 
figure IV.4. En effet, lorsque le diamètre de la particule passe de 10µm à 12µm la variation 
relative de capacité atteint 36% pour un gap de 5µm et 20% pour un gap de 1µm. 




























































Figure IV.4  Simulations des spectres de ΔC et ΔG d’une bille de polystyrène de diamètre allant de 10µm à 
20µm - biocapteur ayant un gap de 5µm (en haut) et de 1µm (en bas). 
 
Cette étude comparative démontre théoriquement que les contrastes de ΔC et ΔG issus de 
notre spectroscopie hyperfréquence sont fortement dépendant du diamètre de la particule 
piégée. Nous avons de plus proposé une voie d’amélioration de notre biocapteur pour le 
rendre le plus insensible possible au diamètre de la particule piégée. Néanmoins, la sensibilité 
au diamètre reste notable et l’on devra donc toujours observer les éléments piégés pour 
vérifier que les dispersions des diamètres ne soient « pas trop élevées ». « Pas trop élevées » 
veut dire : conduisant à des variations de ΔC et ΔG significativement plus faibles que celles 


























































3. Optimisation du piégeage (bloqueur) de cellule unique 
Des simulations du flux hydrodynamique dans le canal et au voisinage du bloqueur ont été 
effectuées avec le logiciel COMSOL Multiphysics 4. Nous avons comparé différents modèles 
de bloqueur, comme présenté sur les vue 3D de la figure IV.4. : 
 à gauche, le bloqueur, nommé de type A, reprend l’architecture développée au chapitre 
III, mais avec une hauteur de passage augmentée à 5µm (contre 3µm pour le chapitre 
III),  
 à droite, le bloqueur, nommé de type B, est constitué d’un passage (‘canyon’) plus large 
en son centre. Ce ‘canyon’ fait 6µm de large et 20µm de haut (=hauteur totale de canal 
microfluidique). 
 
Figure IV.5 Deux types de bloqueur, à gauche : bloqueur de type A, à droite : bloqueur de type B. 
 
Nous avons défini des paramètres de simulation identiques à ceux du chapitre III. Les 
figures IV.6 et IV.7 présentent différentes vues des vélocités simulées du fluide pour les 2 
types de piège.  
Pour le bloqueur de type A, la figure IV.6 montre que : 
 le flux au travers du piège va guider la particule contre le substrat et donc au contact du 
circuit HF de détection, ce qui est favorable (images du haut), 


























































 dans les conditions de simulation, l’intensité de la vélocité du fluide dans l’orifice au 
travers du bloqueur atteint 50µm/s soit 20% de la vélocité du fluide de part et d’autre du 
bloqueur. Cette valeur correspond au double de celle obtenue au chapitre III, qui doit 
être considérée comme faible car elle est responsable de la faible efficacité de piégeage. 
Ainsi nous attendons une efficacité de piégeage doublée par  rapport à la situation du 
chapitre III. 
 
Figure IV.6 Bloqueur de type A. En haut : intensité (à gauche) et vecteur (à droite) de la vélocité du flux 
fluidique dans le canal. En bas à gauche : intensité de la vélocité de flux en vue de dessus à 2.5µm au-dessus de 
substrat. En bas à droite : intensité de la vélocité de flux suivant l’axe x. 
 
Pour le bloqueur de type B, la figure IV.7 montre que : 
 le flux de fluide guidera les cellules vers le piège, mais sur toute la largeur du canyon : 


























































donc diminué la hauteur de canal à 20µm, ce qui limite le nombre de cellules piégées à 
deux au maximum. 
 l’intensité de la vélocité représente dans ce cas ~50% de la vélocité du fluide de part et 
d’autre du bloqueur. En conséquence, une efficacité de piégeage quintuplée est attendue 
par rapport à la situation du chapitre III. 
 
Figure IV.7 Bloqueur de type B. En haut : intensité (à gauche) et vecteur (à droite) de la vélocité du flux 
fluidique dans le canal. En bas à gauche : intensité de la vélocité de flux en vue de dessus à 2.5µm au-dessus de 
substrat. En bas à droite : intensité de la vélocité de flux suivant l’axe x. 
 
Ainsi, nous proposons 2 types de bloqueur « améliorés » par rapport à la version du 
chapitre III. Le type A permettra d’augmenter par 2 l’efficacité de piégeage tout en assurant 
un positionnement vertical de la particule contre le détecteur. Le type B quant à lui n’assure 
pas le positionnement vertical de la particule piégée mais permet une efficacité de piégeage 


























































optimale. Dans la partie expérimentale, nous discuterons des résultats expérimentaux de ces 2 
types de piégeage et les comparerons aux expérimentations du chapitre III. 
 
4. Optimisation de la technologie biocapteur HF de cellule unique  
4.1 Améliorations de la technologie d’intégration « circuit HF » / « circuit 
microfluidique » 
L’avantage évident du canal réalisé en PDMS est sa simplicité de mise en œuvre. 
Cependant elle présente plusieurs inconvénients dans notre cas [1]:  
 la difficulté d’aligner précisément et manuellement le canal avec les électrodes, comme 
indiqué sur la Fig. IV.1 (A). Outre un défaut de reproductibilité et de répétabilité des 
structures, ceci sous-entend également le placement individuel de chaque canal, très 
consommateur en temps et avec des dimensions manipulables.  
 des défauts de collage et d'étanchéité du canal en PDMS avec le substrat métallisé. Dans 
le cas des structures à cellule unique, le bloqueur de cellule, de part son faible interstice 
avec le substrat, peut également se retrouver coller et ainsi empêcher tout piégeage.  
L’alternative que nous avons choisie est de construire le réseau microfluidique avec une 
résine photosensible polymérisable sur le circuit HF, faisant appel à des procédés de 
fabrication collectifs. Le choix de la résine s'est porté sur la SU-8, matériau déjà utilisé dans la 
littérature pour la fabrication de micro-canaux [2-3]. Il s'agit d'un matériau photosensible, 
transparent, hydrophile, qui nous permet d'utiliser uniquement des procédés de fabrication 
collective, basés sur l’utilisation d’aligneurs conventionnels. Ceci confère une excellente 
précision d'alignement de niveau à niveau, un faible coût et un gain de temps remarquable. De 
plus, la hauteur totale du canal est diminuée à quelques centaines de micromètres au lieu de 
1mm par technique de moulage PDMS. La visibilité au travers du canal est alors largement 
améliorée par rapport à celle accessible avec du PDMS. En outre, nous avons ajouté une 


























































La figure IV.8 donne un résumé des deux stratégies d'intégration du réseau fluidique sur 
les électrodes: (A) par voie de moulage en PDMS avec report, qui correspond à la technologie 
utilisée dans le chapitre III et (B) par fabrication collective avec l'utilisation d'une couche 
sacrificielle et l'élaboration de la partie microfluidique en SU-8, filière présentée dans ce 
chapitre.  
 
Figure IV.8 Deux stratégies de fabrication du microsystème fluidique sur substrat métallisé: (A) via l'assemblage 
par report d’un réseau microfluidique en PDMS pré-structuré par moulage et (B) par construction collective 
niveau par niveau avec des résines photosensibles polymérisables et une couche sacrificielle.  
La dimension visée pour la hauteur du micro-canal est comprise dans une gamme de 20 à 
40 μm. La SU-8 est un matériau disponible, avec une large gamme d’épaisseurs possibles, 
structuré avec une excellente résolution par simple photolithographie, avec des propriétés 
planarisantes, une très forte résistance aux solvants, une excellente transparence, et enfin elle 
est biocompatible. Le groupe de M. Hennemeyer et al [4] a notamment démontré une bonne 
biocompatibilité de ce matériau lors de la culture de cellules sur SU-8.  


























































4.2 Technologie d’élaboration des bloqueurs optimisées pour la capture 
efficace de cellule unique  
Afin d’obtenir une meilleure précision d’alignement et d’efficacité de piégeage, nous avons 
développé une filière technologique collective avec réseau microfluidique en SU-8. Les 
bloqueurs de cellule optimisés dans le paragraphe 3 sont illustrés par la Fig. IV.9 vis à vis de 
leur réalisation technologique. Le premier intègre une ouverture entre le bloqueur et le 
substrat métallisé, uniquement au centre du bloqueur, ce qui implique l'utilisation d'une 
couche sacrificielle. Le deuxième design comporte une ouverture sur toute la hauteur du piège, 
ce qui peut être réalisé en même temps que les murs des canaux.  
 
 
Figure IV.9 Structure à cellule unique avec différents pièges en SU-8: (A) piège de type A à gauche avec une 
couche sacrificielle pour réaliser le passage de fluide au bas et au centre du bloqueur et (B) piège de type B à 
droite avec un canyon de 5 µm de largeur au centre du bloqueur. 
La couche sacrificielle indiquée en jaune pour la structure de type A présente une largeur 
de 5 µm et une hauteur également de 5 µm, tandis que le canyon du piège de type B est de 5 


























































D'un point de vue global, les canaux fluidiques présentent  
 un passage principal de 1 mm de largeur afin de faciliter la pénétration de liquide et la 
connectorisation de tubes fluidiques,  
 ainsi qu'un rétrécissement de 150µm de largeur au niveau de la zone d’analyse pour 
orienter les cellules vers le piège.  
Les parois du canal en SU-8 sont de 140µm de large, ce qui correspond à un compromis 
entre perte des signaux HF, qualité du capotage en SU-8, et hauteur du canal de 40µm. Une 
vue globale d'une structure est illustrée par la figure IV.10. 
 
Figure IV.10 Vue globale d'une structure et de son canal fluidique. 
4.3 Optimisation des volumes de liquide consommé  
Afin de minimiser les volumes des fluides consommés, nous avons réduit à 20 µm la 
hauteur des canaux microfluidiques. De plus, nous allons intégrer sur cette nouvelle 
technologie des capteurs CID du chapitre II, et dans un souci de pousser à l’extrême la 
miniaturisation des volumes fluidiques, nous avons diminué la largeur du canal à 20µm au 
lieu de 150µm. La figure IV.11 montre le design du masque et un modèle 3D. 



























































Figure IV.11 Le design du masque et la modèle 3D de nouveau canal fine de capteur CID. 
Ce capteur nous permet ainsi l’analyse de 70pl de liquide. 
Sur ces trois stratégies (décrites aux paragraphes 4.1, 4.2 et 4.3), nous avons développé la 
filière technologique décrite dans le paragraphe suivant. 
4.4. Développement de la filière de fabrication collective de 
micro-canaux  à base de SU-8 
La Figure IV.12 présente les étapes clés de la filière technologique des canaux 



























































Figure IV.12 Vue globale de la fabrication des micro-canaux fluidiques avec bloqueur de cellule en technologie 
SU-8.  
 
La réalisation des structures commence par l'élaboration d'une couche sacrificielle (cf. 
Figure IV.12 (B)-(D)). Suit alors l'élaboration des murs des canaux fluidiques en SU-8, 
comme illustré sur la Figure IV.12 (E). Après capotage des canaux sur la Figure IV.12 (F), la 
couche sacrificielle est finalement supprimée (cf. Figure IV.12 (G)).  
 
4.4.1 Couche sacrificielle 
Afin de réaliser l'interstice localisé entre le bloqueur et les électrodes, une couche 
sacrificielle est utilisée. Elle doit pouvoir être déposée et structurée dans une gamme de 1 à 10 
µm d'épaisseur et sa suppression ne doit pas avoir d’incidence sur la résine SU-8 des 
micro-canaux en fin de processus. Le matériau choisi correspond au polydimethylglutarimide 
(PMGI), qui est une résine positive d’UV profond, principalement utilisé pour réaliser des 
bicouches en procédé lift-off. Elle constitue un bon candidat en tant que couche sacrificielle 
parce qu’elle présente une grande variété d'épaisseurs, elle peut être facilement structurée et a 


























































une température de transition vitreuse supérieure aux températures de recuit requises pour la 
SU-8 [5].  
Le procédé utilisé est indiqué sur la figure IV.13. Tout d'abord, une couche de PMGI est 
déposée à la tournette sur le circuit HF préalablement réalisées sur une plaquette de quartz (cf. 
chapitre 2 pour le procédé technologique des électrodes). Une seconde résine photosensible 
positive de type ECI 2.5 µm est ensuite déposée et insolée. Lors du développement, le 
développeur de l’ECI sert également à graver chimiquement la couche de PMGI. Enfin, la 
résine de masquage ECI est supprimée à l'acétone, sans que la couche sacrificielle en PMGI 
ne soit altérée.  
 
Figure IV.13  Schéma de la structuration de la couche sacrificielle.  
 
 
La figure IV.14 présente l’image prise au microscope de la couche en PMGI structurée au 
centre des électrodes. L’épaisseur du motif mesuré par la profilomètre optique est de 5,8 µm. 



























































Figure IV.14 L’image de la couche sacrificielle en PMGI sur les électrodes en or ainsi que sa mesure au 
profilomètre optique 
 
4.4.2 Elaboration des murs des canaux fluidiques en SU-8 
Les murs des canaux fluidiques sont ensuite réalisés en SU-8 par photolithographie, dont le 
procédé est présenté sur la figure IV.15. Une couche épaisse de SU-8 est enduite à la tournette 
sur la plaquette. A partir des indications du fabricant, la première phase du recuit est exécutée 
à 65°C. La température est ensuite montée à 95°C (à une vitesse de 10°C.min
-1
), stabilisée 
pendant une durée dépendante de l’épaisseur du film désirée, puis diminuée à température 
ambiante avec une vitesse de 5°C.min
-1
. Ces profils de températures sont présentés sur la 
figure IV.16.  



























































Figure IV.15 Schéma de la structuration de murs des canaux en SU-8. 
 
 
Figure IV.16  Conditions de recuit de la couche SU-8. 
 
La résine est ensuite insolée sous UV, puis réticulée lors d’un second recuit dit 
Post-Exposure-Bake (PEB). La couche ainsi structurée servira de base à la future canalisation 
microfluidique. 
Diverses canalisations microfluidiques réalisées en SU-8 sont montrées sur la figure IV.17. 
Les flancs des micro-canaux sont bien définis et présentent un profil vertical, que ce soit pour 
des canaux larges, moyennement larges ou encore fins. De plus, on peut observer sur la figure 


























































dernière ne correspond pas parfaitement un cuboïde (figure IV.17 C) à cause de la gravure 
anisotrope du développeur. Mesurée à l’aide du MEB, la partie plus fine de PMGI est 
d'environ 5µm, la partie plus large est de l'ordre de 7 µm. 
 
Figure IV.17 Images MEB de différents motifs en SU-8. Canaux en SU-8 situés au-dessus de l’électrode CID 
avec une largeur de (A) 150µm et (B) 20µm ; (C) vue zoomée d'un piège en SU-8 avec le motif sacrificiel en 
PMGI ; (D) motif d'un piège en SU-8 avec un canyon central. 
 
4.4.3 Capotage des canaux fluidiques en SU-8 par laminage  
Pour réaliser les canaux microfluidiques hermétiques, il est nécessaire de les fermer. Il y a 
deux solutions principales proposées pour le capotage d’une structure ouverte en SU-8 : la 
première solution est de reporter un film déjà réticulé de SU-8 sous une pression de plusieurs 
bars à une température comprise entre 100°C et 120°C [6]. Cette technique nécessite un 
alignement précis et la résolution est limitée par la qualité de cet alignement. La deuxième 
méthode consiste à reporter un film sec encore photosensible de SU-8 sur la structure ouverte 
[7-8]. L’insolation s’effectue donc après le report du film sec au travers d’un substrat 
transparent aux UV. La précision de la photolithographie constitue un avantage incontestable 
de la méthode. L’utilisation d’un support flexible pour la couche de SU-8 à capoter, 


























































présentant une faible adhérence avec la SU-8 et transparent aux rayonnements UV, est 
recommandée. Plusieurs recherches ont été réalisées pour trouver un substrat approprié [9-10]. 
P. Abgrall, qui a mené ses travaux de thèse au LAAS-CNRS [11], a montré qu'un film en 
polyester de type PET présente de sérieux avantages : une faible adhérence avec le polymère, 
une résistance chimique et une compatibilité avec les solvants de la SU-8, ainsi qu'une 
transparence optique… Notre choix du procédé de fabrication du réseau microfluidique s'est 
donc porté sur cette deuxième solution avec le laminage d'un film sec encore photosensible, 
suivi d'une photolithographie. 
Le procédé d’élaboration du film sec à capoter est similaire au procédé de fabrication de la 
structure ouverte en SU-8 illustré sur la figure IV.15. Seuls les paramètres de vitesse de 
tournette et recuit doivent être modifiés pour faire en sorte d'obtenir une épaisseur de SU-8 de 
25µm. De plus, ce processus technologique est initié par le laminage sur un substrat hôte (en 
silicium dans notre cas) d’un film adhésif double face suivi de celui d’un film en PET, réalisé 
par un lamineur qui est composé de deux rouleaux métalliques gainés d’une matière 
caoutchouteuse. Ces rouleaux peuvent être chauffés et régulés indépendamment l’un de 
l’autre. La rotation motrice est transmise au rouleau inférieur ; la vitesse de rotation étant un 
paramètre réglable. Le rouleau supérieur a un degré de liberté en translation verticale 
permettant deux positions, la séparation ou le contact (avec le rouleau inférieur). La pression 
de contact est réglable via un robinet alimenté en air pressurisé. Le rouleau supérieur entre en 
rotation par transmission lors du contact avec le rouleau inférieur. Le lamineur utilisé au 



























































Figure IV.18 Image du lamineur utilisé dans la salle blanche du LAAS. 
 
Le procédé de laminage d'un film adhésif double face et d'un film PET est illustré à la 
figure IV.19. Une couche de SU-8 est ensuite enduite, subit un premier recuit, dont la durée 
est augmentée d’environ 30% par rapport aux indications du fabricant de manière à évaporer 
un maximum de solvant et éviter que la couche de SU-8 ne flue dans les canaux lors de 
l’étape de laminage. L’ensemble, film de protection du PET et film sec de SU-8 photosensible, 
est ensuite pelé du substrat hôte. L’optimisation des conditions d’élaboration de ce film sec 
photosensible permet un contrôle précis de ses dimensions et en particulier de son épaisseur.  
 
 
Figure IV.19 Schéma du procédé de préparation du film PET flexible par laminage. 
 
Le procédé de capotage est illustré par la figure IV.20. 


























































Cette couche constitue le ‘plafond’ de la structure. Afin d'améliorer l’adhérence entre les 
couches de SU-8 (capot laminé et murs des canaux), un traitement au plasma oxygène est 
préalablement appliqué. Le film flexible de SU-8 est ensuite laminé à une pression fixe et une 
température située au-dessus de la température de transition vitreuse de la résine SU-8 non 
réticulée valant 50°C [12] (cf. Figure IV.20. (C)). A ce stade, on note que la surface est collée 
de manière homogène, contrairement aux résultats obtenus et reportés dans la littérature qui 
utilise un support rigide. L’ensemble est ensuite aligné et insolé, comme l'indique la figure 
IV.20. (D). L’absorbance à 365nm du film de protection est inférieure à la résolution de 
l’appareil de mesure, soit une valeur inférieure à 0,5%. Il n'est donc pas nécessaire 
d'augmenter la dose de rayonnement du fait de la présence du film PET. La réticulation est 
ensuite complétée par un recuit, et le film de protection est alors retiré et la résine développée 
(cf. Figure IV.20. (E)). Donc les entrée et sortie du fluide sont définies. Un recuit final à 
115°C est éventuellement exécuté afin de compléter la réticulation et de garantir une 
résistance chimique maximale. En fin de processus, la couche sacrificielle en PGMI est 
supprimée.  
 



























































4.4.5 Optimisation des paramètres de capotage 
Les canaux fermés doivent avoir les propriétés suivantes : assurer une étanchéité parfaite; 
garder intact les profils verticaux des canalisations; les capoter sans effet de flambage ou 
fluage. Sachant que les paramètres de pression, de température de laminage, de température 
de PEB et le temps d’isolation influencent de façon croisée les profils des canaux fermés et le 
capot SU-8, nous avons fait plusieurs tests en ne modifiant qu'un paramètre à la fois pour la 
mise au point de la filière technologique et l’optimisation du procédé de laminage. Les 
résultats présentés ci-après ont été obtenus pour des structures ayant les 
caractéristiques principales suivantes: 45µm de hauteur des parois, 25µm d'épaisseur du capot, 
avec des largeurs comprises entre 150µm et 1mm. 
4.4.5.1 Pression de laminage 
Nous avons testé 2 pressions: 2 bars et 1.5 bars, et nous avons étudié son influence en 
fixant la température des rouleaux à T=65°C et leur vitesse de rotation à v=1m/min. Le sens 
de d’insertion des micro-canaux entre les rouleaux est perpendiculaire. Nous avons trouvé que, 
lorsque la pression est inférieure à 2 bars, le capot laminé se sépare des parois après 
développement final. En conséquence, nous avons opté pour une pression de 2 bars. 
4.4.5.2 Température de laminage 
Nous avons testé la température de laminage sur le profil des canalisations microfluidiques 
pour des valeurs de pression et de vitesse des rouleaux fixées respectivement à 2 bars et 
1m/min. Pour un laminage à température ambiante, une mauvaise adhérence entre les deux 
niveaux est observée. Entre 50 et 65°C (la température de transition vitreuse est égale à 45°C 
avant réticulation de la résine), une bonne adhésion entre le capot et les murs du micro-canal 
est assuré, comme le montrent les photographies MEB de la figure IV.21.   



























































Figure IV.21. Photos de coupes montrant l’effet de la température de laminage sur le profil de capotage: (A) 
50°C, (B) 55°C et (C) 65°C. 
 
4.4.5.3 Durée de l’insolation UV 
Nous remarquons un gap entre les deux niveaux du canal lorsque la durée de l’insolation 
UV après le laminage n’est pas suffisante. La partie basse du capot n’est pas réticulée 
complètement et ne peut donc pas être gravée par le développeur, comme l'indique la figure 
IV.22. Une durée d'insolation optimisée permet d'éviter ce problème.  
 
Figure IV.22. Effet d’une durée d’insolation trop courte sur la section de canaux. 
 
4.4.5.4 Température de second recuit (PEB) 
La résine insolée peut devenir visqueuse au cours de sa réticulation, lors du second recuit. 
La température a alors un double rôle : celui d’accélérer la réticulation, mais aussi de faciliter 


























































notamment observé un énorme fluage du capot dans le canal après le second recuit avec une 
température de PEB de 95°C, comme indiqué sur la figure IV.23.  
 
Figure IV.23. Le fluage dans les canaux avec la température de PEB à 95°C. 
 
Avec une optimisation de la température de PEB, ce phénomène de fluage peut être 
drastiquement diminué, comme c'est le cas sur les photos de la figure IV.24. 
 
Figure IV.24. Photos en vue en coupe de canaux avec une température de PEB optimisée. 
 
4.4.6 Observation des structures réalisées avec canaux et piège en SU-8 pour cellule 
unique  
Le procédé technologique mis au point a été appliqué avec succès. La section d’un canal 
microfluidique entièrement réalisé en SU-8 sur circuit HF est montrée sur la figure IV.25. Les 
canaux et pièges sont correctement élaborés. Avec les figures IV.25 (A) et (B), nous pouvons 
observer le passage sous le piège après l’enlèvement de la couche PMGI, qui est de l'ordre de 


























































5,5µm de haut. De plus, la largeur du passage de fluide sous le piège n’est pas uniforme à 
cause de la gravure anisotrope humide de la couche sacrificielle. Les pièges sont bien définis 
et présentent une erreur d’alignement inférieure à 2μm. Notons qu’il existe une petite 
déformation (de 6 à 8um) du capot autour de la jonction du piège avec le capot (cf. Figure 
IV.25 (C) et (D)), qui peut être optimisée éventuellement en modifiant légèrement les 
paramètres de laminage.  
 
Figure IV.25. Images MEB des canaux en SU-8 avec pièges. 
 
5. Caractérisation avec des cellules 
5.1 Comparaison avec la technologie du chapitre III 
Nous avons tout d’abord mesuré nos nouveaux dispositifs avec des cellules de lymphome 
B vivantes. Les cellules sont suspendues dans leur milieu de culture (RPMI+10%SVF) avec 


























































avec du milieu de culture seul, sans cellules, nous avons injecté la suspension de cellule avec 
un flux de vitesse 5mm/s jusqu’à obtenir le piégeage d’une cellule.  
Compte tenu des optimisations des pièges, les diverses expériences de piégeage menées se 
sont révélées être 4 à 5 fois plus efficace qu’avec la structure du chapitre III. Nous sommes 
passés de 12μl consommé avec les composants en PDMS à 3μl avec nos nouvelles structures. 
Notons que cette quantité de 3μl représente le minimum à injecter pour remplir nos 
composants et qu’il n’est donc plus nécessaire de pousser les optimisations. 
La figure IV.26 présente les contrastes ΔC et ΔG d’une cellule vivante mesurée par le 
dispositif présenté au chapitre III et par notre nouveau composant. Afin de permettre la 
comparaison, nous présentons les résultats pour une capacité de gap=10µm. Les contrastes 
obtenus par les 2 composants sont non-significativement différents, le faible écart s’explique 
par des composants, certes de conception identique, ce qui vient se rajouter à la variabilité 
biologique toujours présente. 
 
Figure IV.26. Contrastes ΔC et ΔG d’une cellule vivante mesurée par le nouveau dispositif (en SU 8) et le 
composant présenté au chapitre III (en PDMS). 
 
5.2 Impact de la diminution du gap de capacité de détection 
Nous avons déjà discuté l’ingénierie du détecteur au paragraphe 2 de ce chapitre : afin 
d’obtenir des valeurs de contrastes ΔC et ΔG plus importantes, nous avons diminué le gap de 


























































la capacité de détection de 10µm à 5µm. Le protocole de mesure d’une cellule vivante restant 
le même, la figure IV.27 présente les spectres de ΔC et ΔG d’une cellule vivante mesurée par 
le dispositif en SU-8 avec une capacité de 10µm de gap puis de 5µm. Comme prévue par les 
simulations du paragraphe 2, une augmentation des contrastes résulte d’une diminution du 
gap de la capacité d’analyse.  
 
Figure IV.27. Contrastes ΔC et ΔG d’une cellule vivante mesurée par le dispositif en SU-8 avec une capacité de 
10µm de gap puis de 5µm. 
 
5.3 Mesures de cellules vivante et morte 
Les nouveaux composants en SU-8 avec une capacité de gap=5µm ont été utilisés pour 
mesurer une cellule vivante et aussi une cellule morte. 
Pour obtenir la mort cellulaire, nous avons utilisé une solution de ‘saponine’ qui présente 
une activité hémolytique, agissant sur la perméabilité des membranes [13] et donc tuant les 
cellules. Les contrastes sont toujours extraits par rapport au même milieu de référence : le 
RPMI+10%SVF. La figure IV.28 (A) présente les contrastes ΔC quand une cellule vivante est 
bloquée et (B) lorsque une cellule morte est bloquée. La figure IV.28(C) (D) présente les 
























































































































Figure IV.28. Nouveau dispositif en SU-8 avec capacité de détection à gap=5µm : (A) contrastes ΔC d’une 
cellule vivante bloquée (3 mesures) et avec deux cellules bloquées; (B) ΔC avec une cellule morte et avec une 
cellule en train de mourir; (C) les spectres ΔG dans la même situation que pour (A); (D) Les spectres ΔG dans la 


























































Nous pouvons observer une diminution significativement des contrastes ΔC et ΔG lorsque 
les cellules sont mortes par rapport à la situation où elles sont vivantes. On retrouve ainsi le 
même résultat que celui obtenu au chapitre 3.  
Le tableau IV synthétise les différentes valeurs de contrastes ΔC à 5GHz et ΔG à 40GHz. 
Il est important de noter que le rapport de ΔC entre cellule vivante et morte vaut 2.5 à 2.6 et 
ce, quel que soit le composant (gap capacité=5 ou 10μm). Il en est de même pour ΔG pour 
lequel le rapport est voisin de 2,7-2,8. 
TABLEAU IV 
 Cellule vivante  Cellule apoptose 
Largeur  10µm 5µm  10µm 5µm 
ΔC (fF) à 5GHz -0,45fF -0,65fF  -0,18fF -0,25fF 
ΔG (mS) à 40GHz. -0.05mS -0.07mS  -0.018mS -0.025mS 
 
Des caractérisations complémentaires ont été effectuées afin d'évaluer la reproductibilité 
des mesures HF réalisées sur nos composants "cellule unique". Le bilan des résultats en 
termes de ΔC à 5GHz et ΔG à 40GHz avec des cellules vivantes ou mortes est présenté à la 
figure IV.29. La dispersion entre cellules de même état pathologique (vivant ou mort) reflète 
la variabilité biologique intrinsèque d'une population de cellule (cycle cellulaire, diamètre, 
état apoptotique...). Malgré cette variabilité, une différence significative entre cellules 
vivantes et mortes est obtenue, démontrant ainsi l'aptitude de la technique pour caractériser la 
viabilité cellulaire, de façon non invasive, sans marquage ni préparation préalable.  
 
 



























































Figure IV.29. Cellules vivantes et mortes dans le plan (ΔC à 5GHz, ΔG à 40GHz) pour 2 dispositifs de gap=5 
µm et 10 µm. 
 
6. Conclusions 
D'un point de vue technologique, une nouvelle filière technologique a été mise en place et 
permet la réalisation complète de circuits métallisés hyperfréquences sur substrat en quartz 
avec des canaux fluidiques entièrement obtenus avec des techniques de fabrication collective. 
Les canaux fluidiques sont réalisés dans le matériau SU-8, particulièrement adapté pour cette 
application. De plus, le blocage de cellule pour la mesure de cellule unique a également été 
intégré par technologies collectives avec succès. Pour cela, une technologie basée sur 
l'utilisation d'une couche sacrificielle en PMGI a été élaborée et adaptée aux contraintes 
induites par la fabrication des micro-canaux fluidiques en SU-8. Enfin, l'utilisation de 
technologie collective permet de s'affranchir de toute difficulté inhérente à un report de canal 
de façon manuelle. En conséquence, nous avons pu encore diminuer les dimensions du circuit 
HF (par rapport au chapitre III) avec une zone capacitive de détection de gap=5 μm 
uniquement, qui permet d'augmenter le contraste de mesure et de minimiser l'impact de la 


























































d'augmenter l'efficacité de piégeage d'au moins un facteur 4 par rapport au précédent bloqueur 
réalisé en PDMS.  
L’optimisation du dispositif afin d’obtenir de meilleurs contrastes et une meilleure 
efficacité de piégeage a été validée expérimentalement. Ainsi le nouveau dispositif permet 
d’obtenir des contrastes 40% plus élevés qu'avec le composant présenté au chapitre III. Ce 
gain se retrouvera ainsi sur le pouvoir discriminant du détecteur ce qui est donc notable. De 
plus, l’efficacité de piégeage est optimale ce qui nous permet de procéder à nos expériences 
de manière la plus optimale possible. Enfin, des expérimentations complémentaires sont en 
cours afin de vérifier :  
o la robustesse du nouveau dispositif vis à vis du diamètre des cellules, 
o la meilleure reproductibilité des expérimentations du fait de la technologie. 
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Nos travaux de thèse ont porté sur le développement d’une technique et d’une technologie 
associée de spectroscopie diélectrique hyperfréquence de cellules en suspension et jusqu’à la 
cellule unique. La force de cette approche est de permettre d’analyser la ou les cellule(s) dans 
leur milieu de culture sans marquage ni préparation préalable, de façon non-invasive et sans 
contact entre détecteur et cellules. De plus, la technique est intégrable par les 
microtechnologies, ce qui assure sa miniaturisation pour (1) son utilisation avec des objets 
biologiques à analyser jusqu’à quelques microns, (2) son utilisation au sein de laboratoire sur 
puce par exemple et (3) la forte parallélisation des analyses (microtechnologie=fabrication 
collective) ouvrant des perspectives pour des applications de criblage. 
Nos travaux de recherche se sont organisés en deux phases de complexité graduelle. 
Un microsystème de spectroscopie diélectrique hyperfréquence de liquides biologiques et 
de cellules en suspension a tout d’abord été abouti. L’aboutissement d’un tel démonstrateur 
nécessita de développer la conception électromagnétique du circuit détecteur, l’intégration par 
les microtechnologies des parties HF et fluidique, l’extraction de paramètres électriques 
pertinents. Fort de ce démonstrateur, nous avons pu démontrer la bonne sensibilité de 
détection, le potentiel de discrimination de solutés en solution aqueuse, la discrimination 
d’états biologiques (certes tranchés : vie/mort) de cellules en suspension dans leur milieu de 
culture. Ces résultats apportent la preuve au concept « d’analyse hyperfréquence du contenu 
et de l’état biologique de cellules » [3-6, 8-9].  
Tirant pleinement profit des capacités de miniaturisation des microtechnologies, nous 
avons dans un second temps réduit en taille ce démonstrateur pour aboutir à l’analyse d’une 
cellule unique. Outre la convergence des expertises en conception hyperfréquence, 
microtechnologies et expérimentations hyperfréquences, nous avons aussi considéré l’aspect 
hydrodynamique du piégeage d’une cellule dans un micro-canal [1]. Deux technologies de 
complexité croissante ont été successivement mises au point et ont permis, pour la première 
fois à notre connaissance : 
















 de montrer des différences significatives entre une cellule vivante et une cellule 
morte. 
Nos travaux ont ainsi permis de franchir une étape importante : la spectroscopie 
diélectrique d’une cellule unique dans son milieu de culture est possible et l’on peut 
clairement identifier sur les réponses électriques si la cellule est vivante ou morte. De 
nombreux travaux restent néanmoins à faire pour une utilisation fonctionnelle de cette 
technique par les biologistes : comprendre et exploiter l’ensemble des spectres mesurés, 
discriminer des états biologiques plus fins que vie/mort, améliorer la sensibilité, la sélectivité, 
l’intégration en associant des circuits pour le traitement des signaux hyperfréquences [2], ... 
Les applications de cette technique « hyperfréquence-microfluidique » pour le domaine de 
cancérologie sont pressenties [9], nos études contribuant a en établir les bases. Nos travaux 
ont toujours été menés dans cet esprit de part notre étroite collaboration avec Mary Poupot et 
Jean-Jacques Fournié du Centre de Recherche en Cancérologie de Toulouse.  
Puisse un jour cette technique « hyperfréquence pour l’analyse de cellule unique» 
contribuer aux recherches contre le cancer. 
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Development of microwave microfluidic bio-sensors for non-invasive 
dielectric spectroscopy of single cell: Applications in Cancerology 
Biological analysis at the level of the single cell, allowing the understanding of cellular 
mechanisms, is of great importance in the fields of biology, medicine and especially in 
oncology. Microtechnology has opened up the prospect of such devices and many 
researches are underway on the development of analysis systems which are 
non-invasive, rapid, label-free or has no cell damage. The convergence of bio-microwave 
sensors with microfluidics can meet these challenges. 
We developed jointly (1) micro-devices for microwave dielectric spectroscopy of 
biological fluids and (2) microfluidic systems for manipulation of cell populations and 
single cell in the culture medium. The electromagnetic fields engineering was conducted 
to optimize the fluid volume analysis and the detection sensitivity. Microfabrication 
performed at LAAS-CNRS allowed controlled positioning of single cell in the analysis 
area. We finally demonstrated experimentally significant dielectric contrast between 
cancer cells alive and RL lymphoma apoptosis with more tracking capability longitudinal 
of apoptosis. 
These researches work on non-invasive analysis of single cell, the discriminatory 
capacity of different biological states, the possibility of temporal tracking of biological 
mechanisms open new perspectives for the cell analysis in cancerology. 
 
 
Keywords: biology, single cell, microwave, biosensor, dielectric spectroscopy, 
microfluidic, cancerology. 
 
 
